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RESUMEN 
 
Jessica Cossette Canino Gómez    Fecha de graduación: 2018  
Universidad Autónoma de Nuevo León         Facultad de Ciencias Químicas  
 
Título del Estudio: SÍNTESIS DE UN BIODIESEL DE1.5 GENERACIÓN A PARTIR DE 
MICROALGAS NATIVAS DEL NORESTE DE MÉXICO IMPLEMENTANDO 
TECNOLOGÍAS SUSTENTABLES. 
 
Número de páginas: 130            Candidato para el grado de Doctor 
        en Ciencias con Orientación en 
        Procesos Sustentables 
 
Área de estudio: Procesos Sustentables  
Propósito y Método del Estudio: Algunas especies de microalgas debido a sus cortos 
ciclos de crecimiento y a su alto contenido en lípidos (TAGs) han sido consideradas como 
potenciales candidatos para la producción de biodiesel. No obstante, es posible inducir 
la síntesis de lípidos a través de la modificación de los factores determinantes de 
crecimiento; por lo que objetivo de este proyecto fue inducir la síntesis de lípidos en la 
microalga Chlorella sp. que fue aislada de un consorcio de microalgas procedentes de 
la presa Rodrigo Gómez “La Boca”, modificando y evaluando el impacto de los factores 
que intervienen en el proceso como: nutrientes, adición de concentración de CO2 y 
longitudes de onda para determinar las variaciones tanto en la composición bioquímica, 
como en la concentración de lípidos (TAGs). 
 
Contribuciones y Conclusiones: En esta investigación, el uso de un residuo orgánico 
(orina) como medio nutritivo (MOBH) en el cultivo de Chlorella sp. mostró un incrementó 
en la generación de biomasa, ácidos grasos y proteínas al compararse con el empleo 
del medio BG11. La obtención de ácidos grasos mediante la extracción con cloroformo 
registro un rendimiento bajo del 10%; sin embargo, su análisis arrojo que el cultivo de 
Chlorella sp. con el medio MOBH registró una producción promedio de ácidos grasos 
saturados (SUFAs) de 17.22%, monoinsaturados (MUFAs) de 22.03% y poliinsaturados 
(PUFAs) de 60.73%. Con este proyecto se pretende el aprovechamiento de un residuo 
orgánico (orina) para la generación de biodiesel a partir de Chlorella sp. una microalga 
nativa del estado de Nuevo León. 
 
                                        Asesora: Dra. Mónica M. Alcalá Rodríguez_________________
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CAPÍTULO 1 
 
INTRODUCCIÓN 
 
 
 
A nivel mundial la energía que requerimos para satisfacer nuestras necesidades 
proviene principalmente de combustibles fósiles y su uso se ha incrementado con 
el paso de los años no obstante de las crisis energéticas que hemos padecido; 
esta tendencia no ha cedido, por lo que actualmente el 88% del consumo 
energético proviene de esta fuente [1]. A mediados de los años 70´s se originó el 
concepto de energías renovables, proponiendo una alternativa a la fuente 
energética convencional, lo que hoy en día representa un consumo energético 
del 12% aproximadamente a nivel mundial [2]. 
 
Las energías renovables provienen de un origen natural que tiene la capacidad 
de regenerarse, por lo que son consideradas como una fuente energética limpia 
y las más comunes son: la energía hidráulica, eólica, solar y geotérmica. Estas 
fuentes energéticas están relacionadas con los cuatro principales elementos 
naturales (agua, aire, fuego, tierra) y no generan ningún contamínate. De la 
misma manera se encuentra la energía generada a partir de la biomasa, la cual 
es denominada como energía verde, puesto que se genera en base a fuentes de 
energía primaria y no contamina; es decir, su obtención no emite subproductos 
que dañen al medio ambiente. 
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Significa entonces que a partir de la biomasa se generan los bioenergéticos que 
son combustibles provenientes de materia orgánica producto de diferentes 
actividades como: agrícola, pecuaria, silvícola, acuacultura, algacultura, a partir 
de residuos (comerciales, pesca, domésticos e industriales), microorganismos, 
enzimas y de sus derivados procedentes de procesos biotecnológicos [2].  
 
Estos bioenergéticos son conocidos como biocombustibles [3], los cuales pueden 
ser transformados, procesados y se pueden presentar en diferentes formas, 
como: los sólidos (leña, carbón vegetal, residuos agrícolas y forestales, pellets y 
briquetas) que son quemados al utilizarlos; líquidos (bioetanol y biodiesel) 
obtenidos a partir de cultivos energéticos como caña de azúcar y oleaginosas o 
aceites vegetales usados; y gaseosos (biogás, biometano y biohidrógeno) 
derivados de residuos municipales, estiércol, etc. [4]. 
 
En relación con los biocombustibles líquidos (Biodiesel) se obtienen 
principalmente por transesterificación (reacción de un triacilglicérido con un 
alcohol); esta reacción es llevada cabo mediante el uso de un catalizador, 
normalmente una base fuerte para obtener una mezcla de ésteres metílicos de 
ácidos grasos (FAME) [5]. El biocombustible ha sido empleado en el mundo a 
través el paso de los años; uno de los registros más antiguos se tiene de Francia 
en 1936; en Brasil, en 1975, fue oficialmente creado un programa llamado gashol 
(mezcla de 10% etanol y 90% gasolina) como consecuencia de su crisis 
energética; situación similar se presentó en Europa y Alemania en los años 90’s; 
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en donde el consumo de biodiesel se incrementó y ha sido suministrado en miles 
de estaciones de servicio hasta la fecha [6]. 
 
Malasia en 2007 produjo y exporto 340 millones de litros de aceite de palma para 
la generación de biodiesel; Indonesia 185 millones; de igual manera argentina en 
el año 2012 produjo 2.4 millones de toneladas de biodiesel a partir de soja [7]. 
De acuerdo con proyecciones de la Agencia Internacional de Energía [8, 7], el 
incremento de las áreas cultivables para la generación de biodiesel representará 
un problema, ya que para el año 2030 entre 35 y 53 millones de hectáreas (2.5 a 
.8% de la superficie cultivable mundial) serán destinadas para este fin. 
 
Por otra parte, en México su uso fue tardío en comparación con el resto de 
mundo; se inició la generación de biocombustibles al aprobarse la Ley de 
Promoción y Desarrollo de los Bioenergéticos (LPDB) con la generación de 
programas en diferentes estados. Uno de ellos, es el programa de Introducción a 
los bioenergeticos, creado por la Secretaría de Energía (SENER), en el que su 
objetivo principal consistió en brindar certidumbre para el desarrollo de la cadena 
de producción y consumo; otro programa fue el de Producción Sustentable de 
Insumos para Bioenergéticos y de Desarrollo Científico y Tecnológico 2009-2012 
creado por la Secretaria de Agricultura, Ganadería, Desarrollo Rural, Pesca y 
Alimentación (SAGARPA) en el que se pretendió, establecer acciones que 
permitan el desarrollo sustentable de las zonas rurales de campo y su integración 
en la cadena productiva de los bioenergéticos [9]. 
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Por las consideraciones anteriores, América Latina es considerado el más grande 
productor de insumos para la generación de biodiesel a partir de cultivos 
energéticos; y de continuar con esta tendencia para el 2030 se requerirán cultivar 
70 millones de hectáreas de soya únicamente para cubrir la demanda de la Unión 
Europea [10], sin incluir el área requerida para el consumo local; por lo que la 
producción a esta escala dejaría serias consecuencias para los países 
productores. Lo que representa un alza en el consumo de agua, la aplicación de 
fertilizantes y la inversión para el cultivo y procesamiento de la biomasa para la 
producción de biodiesel. 
 
El uso de las microalgas en la producción de biodiesel surgió como una opción 
promisoria debido a que presentan una mayor eficiencia fotosintética, son más 
eficaces en la asimilación de nutrientes y CO2 con relación a las plantas; y 
almacenan entre el 20 y el 80% de triglicéridos. [11] Además estos 
microorganismos tienen la capacidad de generar biomasa a partir de CO2 y luz 
(Consumiendo hasta 2 kg. de CO2 por Kg de biomasa producido). Esta biomasa 
es rica en proteína, lípidos, carbohidratos, contenido de vitaminas y minerales. 
 
Las microalgas son una fuente de múltiples beneficios para el hombre, 
extendiéndose su aplicación tanto a la rama alimenticia, agricultura, acuacultura, 
farmacología, cosmética y generación de energía limpia.  
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Por lo tanto, la investigación y la mejora en las técnicas para la obtención de 
nuevas generaciones de biocombustibles incrementarían la producción de 
biodiesel sin generar competencia con el uso de la tierra destinada a la 
producción de alimentos y al mismo tiempo disminuirán el consumo de agua 
requerida para su cultivo. 
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CAPÍTULO 2 
 
ANTECEDENTES 
 
 
 
De acuerdo con la ASTM (American Society for Testing and Material Standard), 
el biodiesel puede describirse como ésteres monoalquilicos de ácidos grasos de 
cadena larga, derivados de lípidos totales como aceites vegetales o grasas de 
animales. 
 
El biodiesel posee características fisicoquímicas muy similares a las del diesel de 
petróleo (Tabla características del biodiesel). Su uso no requiere grandes 
cambios en los motores de diesel convencional; por lo que puede emplearse 
directamente, o bien utilizar como aditivo mezclando en proporciones con el 
diesel (gashol). 
 
Tabla. Características del biodiesel 
Propiedad 
Biodiesel de 
Aceite de Algas 
Diesel de 
Petróleo 
Estándar 
según 
ASTM 
Densidad (Kg L-1) 0.864 0.838 0.84-0.9 
Viscosidad (mm2s-1 a 40°C) 5.2 1.9-4.1 3.5 – 5 
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Propiedad 
Biodiesel de 
Aceite de Algas 
Diesel de 
Petróleo 
Estándar 
según 
ASTM 
Punto de ignición (°C) 115 75 Mínimo 100 
Punto de fusión (°C) -12 -50 a 10 No Registrado 
Índice de acidez Mg KOH g-1 0.374 Máximo 0.5 Máximo 0.5 
Proporción de 
Hidrógeno/Carbono 1.81 1.81 No Registrado 
Fuente: Gandulia et al., 2009 [12] 
 
La composición de un biocombustible líquido (biodiesel), está ligada a la materia 
prima de la cual proviene; es decir sus características físicas y químicas son 
alteradas de acuerdo con el material que sea empleado para su producción. En 
relación con lo antes mencionado, los biocombustibles son clasificados en las 
siguientes generaciones (Figura 1) de acuerdo con el manual de biocombustible 
[12, 13,14]. 
 
 
2.1 Clasificación de los Biocombustibles líquidos (Biodiesel) 
 
Biocombustible de primera generación. Comprende a la generación existente de 
biocombustibles, fundados en el empleo de materias primas que además tienen 
usos alimentarios (caña de azúcar, remolacha azucarera, maíz, palma, soja, etc.) 
y procesos sencillos de fermentación (bioetanol) y transesterificación (biodiesel). 
 
Biocombustible de 1.5 generación. Son los biocombustibles obtenidos con 
tecnologías habituales y con materiales alternativos a las de mayor disponibilidad 
inmediata, y que no representa una competencia en la producción de alimentos. 
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Entre estas materias primas se encuentran diversas especies arbóreas perennes, 
arbustivas, algas y otras alternativas con potencial para prosperar en tierras 
marginales, abandonadas o degradadas, zonas semiáridas y áridas. 
 
Biocombustible de segunda generación. Esta generación, representa una 
alternativa que permite substituir el almodón, los azucares y los aceites de os 
materiales utilizados en la primer generación, por diversas formas de biomasa 
lignocelulósica (residuos agrícolas, forestales primarios y secundarios, hierbas 
perenes y árboles de crecimiento rápido). 
 
Biocombustibles de tercera generación. Esta generación esta basada en el uso 
de cultivos adaptados o diseñados a partir de técnicas genómicas, moleculares y 
de transgénicos para obtener materiales con mayor eficiencia para la producción 
de bioproductos y biocombustibles. 
 
Biocombustible de cuarta generación. Esta generación, representa un aporte en 
la mitigación del cambio climático al integrar el término “bioenergía con balance 
negativo de carbono”. Este concepto la producción de biocombustibles y la agro 
energía se fusiona con la métodos de captura y almacenamiento de carbono 
como materia prima y con su tecnología de proceso. Estos desarrollos, 
representan una evolución de la tercer generación, ya que se obtienen a partir de 
materias primas diseñadas para capturar altas concentraciones de CO2. 
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Figura 1 Clasificación de biocombustibles líquidos 
Fuente: Elaboración propia 
 
 
De acuerdo con las consideraciones anteriores el trabajar con algas, es más 
sustentable que la producción de biocombustible de primera y segunda 
generación [11], ya que no compiten por tierras cultivables, su facultad de 
reproducción es mayor y requieren menor procesamiento. 
 
Por lo que su uso para generar biocombustible está centrado en complementar o 
ser una vía alternativa en la generación de energéticos; esto ha surgido como 
una opción promisoria, debido a que presentan mayor capacidad fotosintética y 
son más eficaces en la fijación de CO2, (1 kg en peso seco de biomasa de algas, 
utiliza cerca de 1.83 kg de CO2) [15] y otros nutrientes con respecto a las plantas; 
acumulan entre 20 y 80% de triglicéridos durante su crecimiento [16]; demandan 
menor consumo de agua y pueden cultivarse en diferentes ambientes [17, 18]. 
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Incluso tienen la capacidad de producir todo el año. Por lo tanto, la productividad 
de aceite de estos cultivos supera en rendimiento a los mejores cultivos 
procedentes de semillas oleaginosas, por ejemplo, el rendimiento de biodiesel es 
de 45,420 litros por 1 hectáreas de algas (producidas en estanque abierto), en 
comparación con 5,109.75 litros de biodiesel por 1 hectáreas de aceite crudo de 
palma [19]. 
 
Con relación a los cultivos tradicionales; el cultivo de palma es considerado un 
cultivo de alto rendimiento y bajo requerimiento de tierras; no obstante, el 24% 
del total de las tierras de cultivo en Estados Unidos, debería ser dedicadas a su 
cultivo para cubrir solo el 50% del requerimiento de combustible para transporte 
(Tabla Comparación en rendimiento de fuentes de biodiesel); claramente estos 
cultivos, no pueden contribuir significativamente a la sustitución de combustibles 
líquidos derivados del petróleo en el futuro previsible. Este escenario cambia 
drásticamente, si se utilizaran microalgas para la producción de biodiesel [18]. Es 
decir, entre el 1 y el 3% del área total de cultivo en los Estados Unidos sería 
suficiente para producir biomasa microalgal que satisfaga el 50% de las 
necesidades de combustible de transporte. 
 
 
Tabla. Comparación en rendimiento de fuentes de biodiesel 
Cultivo 
Rendimiento 
aceite 
(L/ha/año) 
Área de 
cultivo 
(ha x106)a 
% del Área de 
cultivo en 
Estados Unidosa 
Maíz 172 1540 846 
Soya 446 594 326 
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Cultivo 
Rendimiento 
aceite 
(L/ha/año) 
Área de 
cultivo 
(ha x106)a 
% del Área de 
cultivo en 
Estados Unidosa 
Canola 1190 223 122 
Jatropha 1892 140 77 
Coco 2689 99 54 
Palma 5950 45 24 
Microalgasb 136,900 2 1.1 
Microalgasc 58,700 4.5 2.5 
Fuente: Chisti, Y. (2007) 
a Para satisfacer el 50% de las necesidades de transporte en Estados Unidos 
b 70% aceite (en peso) en biomasa 
c 30% en aceite (en peso) en biomasa 
 
Aunado a esto, se sabe que estos organismos tienen la capacidad de remover 
de un medio acuático cantidades significativas de nitrógeno (N) y fosforo (P) 
durante su crecimiento, de absorber metales y de acelerar la inactivación de 
bacterias patógenas [20-23]; adicionalmente generan biomasa que representa 
una fuente potencial para la producción de múltiples productos de valor agregado 
(alimentos, químicos, pigmentos y cosméticos) [24, 25]; entre ellos 
biocombustibles [26]. Es por esto que son considerados como la materia prima 
del futuro; además con respecto al cambio climático son una alternativa al tratarse 
de un recurso inagotable, no contaminante y captador de CO2. 
 
De manera que resulta oportuno mencionar que las algas son organismos 
clasificados como talofitos (es decir, plantas inferiores, con estructura simple y 
ausencia de raíz, tallo y hojas); son acuáticas principalmente con metabolismos 
autótrofos (utilizan una fuente inorgánica de carbono como CO2) que presentan 
como pigmento fotosintético primario la clorofila a, característica que comparten 
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con las plantas superiores [27]. Estos individuos poseen la capacidad de realizar 
la fotosíntesis oxigénica (fotosíntesis que produce oxigeno); pueden estar 
constituidos de una célula (unicelulares) o de varias (pluricelulares), y son 
microscópicas o macroscópicas con diversas variaciones morfológicas. 
 
Diversos autores reportan que este grupo representa un recurso inexplorado, 
debido a que su número de taxones es elevado; menos de 50 especies (de entre 
las más de 30,000 descritas) se han estudiado a detalle desde el punto de vista 
fisiológico, bioquímico y aproximadamente una docena son aprovechadas desde 
el punto de vista biotecnológico [27]. 
 
2.2 Taxonomía de las algas 
 
Como menciono anteriormente las algas comparten características con las 
plantas superiores; por lo cual, están clasificados dentro del phylum Plantae 
dominio Eukarya (Figura 2). Por otro lado, existe un grupo de ellas que son 
denominadas algas verde azules (cianobacterias) y pertenecen al dominio 
Bacteria en específico al Phylum Cyanobacteria [28]. Esta clasificación ha 
surgido al comparar las secuencias de RNAs ribosómicos. 
 
Evolutivamente estos organismos se han categorizado por su pigmentación, ciclo 
de vida y estructura celular [21]. Así las microalgas se clasifican en las siguientes 
divisiones: Cyanophyta y Prochlorophyta, Glaucophyta, Rhodophyta, 
Heterokontophyta, Cryptophyta, Dinophyta, Euglenophyta, Chlorarachniophyta y 
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Chlorophyta [28]. Sin embargo, de acuerdo con Khanet la clasificación de 
microalgas puede ser realizada de manera más sencilla; dividirlas en cuatro 
grupos principales de acuerdo con su abundancia: diatomeas, algas verdes, 
algas verde-azules y algas pardas o doradas [29]. 
 
 
Figura 2 Árbol filogenético 
Fuente. A partir de Madigan et al. (2004) [28] 
 
 
 
De acuerdo con la clasificación antes mencionada, podemos citar que uno de los 
grupos más abundantes de microalgas es el que corresponde a las algas verdes, 
la cual se encuentra en el Dominio Eukarya, Phylum Plantae, División 
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Chlorophyta, Clase Trebouxiophyceae, Orden Chlorellales, Familia 
Chlorelaceae. 
 
 
2.3 Biología de las microalgas, captación de la energía solar y síntesis de 
lípidos 
 
 
Estos microorganismos poseen un importante papel en la naturaleza ya que 
requieren únicamente de compuestos inorgánicos como CO2, sales, agua y una 
fuente de energía lumínica para su crecimiento [30]; se encuentran dispersos en 
cuerpos de agua dulce y salada; aunque algunos de ellos se han adaptado a la 
vida terrestre siempre y cuando exista un elevado índice de humedad en el 
ambiente. 
 
Las microalgas contienen ácidos grasos como productos de almacenamiento y 
como fuente de energía [31-34]. Estos organismos dependientes de la luz están 
relacionados directamente con el proceso fotosintético. En microalgas verdes la 
ruta metabólica para la síntesis de ácidos grasos comienza por la unión del 
complejo luz-biomasa (Figura3); el cual esta mediado por la clorofila II y 
carotenoides, los cuales capturan la energía lumínica en forma de fotones [35]. 
La energía es empleada por el fotosistema II en la oxidación catalítica del agua, 
liberando protones, electrones y O2 molecular. Los electrones se transportan 
mediante la cadena de transporte fotosintética para promover la producción de 
NADPH mediante la reducción de ferredoxina. Dentro del lumen tilacoidal se 
genera un gradiente electroquímico, debido a la liberación de protones después 
de la oxidación de agua; el cual se emplea para la formación de Adenosina 
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trifosfato (ATP) mediante la vía ATP sintasa. Los productos de la fotosíntesis son 
las biomoléculas Nicotinamida-Adenina-Dinucleótico-Fosfato (NADPH), 
relacionada con el poder reductor y el ATP que es la principal fuente de energía 
de los seres vivos para realizar sus actividades metabólicas. Estas biomoléculas 
son el sustrato del ciclo de Calvin [36]; en donde el CO2 es fijado en moléculas 
de 3 átomos de carbono (3C), las cuales a su vez son asimiladas como 
carbohidratos, lípidos y proteínas; y la enzima ribulosa 1,5 bifosfato 
carboxilasa/oxigenasa (RuBisCO) cataliza la conversión de CO2 y ribulosa-5-
fosfato en dos triosas, las cuales son transformadas subsecuentemente en 
piruvato y acetil-CoA [37].  
 
Las moléculas de acetil-CoA son carboxiladas dentro del cloroplasto por acetil-
CoAcarboxilasa (ACC) para la síntesis de malonil-CoA [38] molécula que es 
transferida a la proteína acarreadora de grupos acil (ACP) del complejo multi-
enzimático sintasa de ácidos grasos (SAG); donde la subunidad cetoacil-ACP 
sintasa (CAS) cataliza la condensación de malonil-ACP mediante tres reacciones 
cíclicas: reducción, deshidratación y reducción; condensando el producto con 
otra molécula de malonil-CoA [39]. El ciclo se repite hasta formar cadenas 
saturadas de ácido palmítico (16:0) o esteárico (18:0). La enzima ACP-sintasa 
abre la cadena acil y libera el ácido graso [40], y la formación de tiacilglicerol se 
lleva a cabo en el retículo endoplasmático [41]. 
 
De acuerdo con Fernández et al. (2012) [32], para la síntesis de triacilgleceroles 
(TAGs) la primera reacción es la condensación de glicerol-3-fosfato (G3P) con la 
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acil-CoA para formar lisofosfátido (LPA), el cual es catalizado por acil-CoA: 
glicerol-sn-3-fosfato acil-transferasa (GPAT) y otra molécula de acil-CoA para 
producir fosfatidato (PA) [32]. Posteriormente, PA puede ser desfosforilado por la 
enzima ácida fosfatídico fosfatasa (PAP) para formar diacilglicerol. 
 
 
Figura 3 Biosíntesis de TAG's en una microalga 
Fuente propia, basado en Beer et al. (2009) [35] 
 
 
Finalmente, la síntesis de TAGs es catalizada por acil-CoA: diacilglicerolacil-
transferasa (DGAT), la cual incorpora un tercer grupo acil-CoA a la molécula 
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diacilglicerol, los TAGs resultantes son almacenados en cuerpos de aceites [42], 
los cuales pueden ser utilizados como materia prima para obtener biodiesel. 
 
Estos TAGs, normalmente contienen ácidos grasos diferentes en su estructura 
[43]; con cadenas de carbono generalmente de 16 y 18 átomos; siendo los más 
comunes: el palmítico (16:0), esteárico (18:0), oleico (18:1), linoleico (18:2) y 
linolineico (18:3) en los aceites vegetales; esta diversificación de ácidos grasos y 
sus concentraciones conforman el perfil de ácidos grasos, el cual presenta 
diferentes características físicas y químicas debido a su estructura, que a su vez 
influyen en las propiedades del aceite [44]. 
 
La mayoría de las especies producen aceites en el rango de 20-50% del peso 
seco de la biomasa; las tasas de crecimiento exponencial pueden duplicar su 
biomasa en periodos cortos de 3.5 horas [45, 46, 47]. Aunado a esto, se ha 
demostrado que la limitación de nitrógeno y fósforo incrementa el contenido 
lipídico en las microalgas [36, 38]; ante la situación planteada es necesario definir 
un método adecuado de cultivo para la obtención del producto deseado. 
 
2.4 Contenido lipídico en microalgas 
 
Dentro de las algas unicelulares se han observado que existen especies 
productoras de lípidos, entre las cuales algunas de las mejor estudiadas son 
Chlamydomonas reinhardtii, Dunaliella salina, Dunaliella tertiolecta, Monodus 
subterraneus, Scenedes musobliquus, Botryococcus braunii, Phaedactylum 
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tricornutum, Thalassiosira pseudonana, así como los géneros Nannochloropsis, 
Nitzchia, Isochrysis y Chlorella sp. [48]. 
 
En la tabla siguiente, se menciona el contenido de lípidos en peso seco de 
algunas microalgas oleaginosas utilizadas para producción de lípidos, así como 
sus rendimientos diarios, reportados por distintos autores. 
 
 
Tabla. Contenido de lípidos de algunas especies de microalgas 
Especie 
Contenido de 
lípidos a 
Productividad b Referencia 
Parietochoris incisa 60 NR Slovento et al. (2008) 
Nanochloropsis sp. 60 0.204 Rodolfi et al. (2009) 
Neochlorisoleo 
abundand 
56 0.013 Gouveia et al. (2009) 
Chlorella vulgaris 42 0.012 Widjsjs et al. (2009) 
Crypthecodinium 
cohnii 
41.4 0.082 Mendoza et al. (2008) 
Scenedesmus 
obliquus 
43 NR 
Mandal y Malick 
(2009) 
Neochlorisoleo 
abundans 
38 0.133 Li et al. (2008) 
Nanochloropsis sp. 28.7 0.09 
Gouveia y Oliveira 
(2009) 
Chlorella vulgaris 27 0.127 Francisco et al. (2010) 
Chlorella sp. 10.0-48.0 0.042 Mata et al. (2010) 
Dunaliella sp. 67 0.033 Takagi et al. (20016) 
Choricystis minor 21.3 0.082 
Mazzuca- Sobzuk y 
Chisti (2010) 
Chlorella 
protothecoides 
50.3 NR Xiong et al. (2008) 
Chlorella vulgarisus 21 0.054 Lang et al. (2009) 
Scenedesmus 
rubescens 
73 NR 
Matsunaga et al. 
(2009) 
a Contenido de lípidos en porcentaje en relación a su biomasa seca 
b) Productividad de lípidos en g L-1 d-1 
NR- No reportado 
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2.5 Cultivo de microalgas 
 
En el caso de las microalgas, el proceso de producción para la obtención de 
compuestos de interés es de vital importancia. El primer paso es la selección de 
la microalga con las características óptimas para el fin propuesto; es decir, con 
tolerancia a la temperatura, pH, irradiancia, alta tasa de reproducción, elevado 
rendimiento en el compuesto de interés y facilidad de cosecha. De acuerdo con 
el régimen de operación de los cultivos, estos pueden clasificarse en: lotes, 
semicontinuos y continuos [49]. 
 
El cultivo por lote es el método más empleado en los procesos microbiológicos; 
se inicia con un medio de cultivo definido con condiciones óptimas, se inocula 
con una concentración inicial de biomasa y se deja evolucionar con el tiempo. En 
donde, la concentración de biomasa se incrementa hasta agotar los nutrientes y 
finalmente se cosecha. 
 
 El cultivo de microorganismos presenta una curva de crecimiento de tipo 
logarítmico, la cual representa la evolución del crecimiento en relación con la 
disponibilidad de nutrientes. En cada curva se observan cuatro fases típicas 
(figura 4): Fase de adaptación, fase de crecimiento exponencial, fase estacionaria 
y fase de muerte celular.  En los cultivos discontinuos la fase de adaptación es 
casi inexistente y principalmente se está enfocado en la fase de crecimiento 
exponencial y la fase estacionaría [50]. 
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Figura 4 Curva de crecimiento 
Fuente. Romero, 2007 
 
 
Los cultivos continuos se caracterizan por un aporte constante de medio fresco, 
una mezcla homogénea inmediata y la salida continua de la biomasa generada. 
Este modo de operación permite mantener estados de equilibrio dinámico, 
determinados por el valor de la velocidad de dilución impuesta (tasa de 
renovación o aporte de medio fresco). Cuando la velocidad específica de 
crecimiento (µ) iguala a la velocidad de dilución (D), se genera un estado 
estacionario en el que se mantiene un valor de densidad celular, de manera que 
se compensa la generación de células por crecimiento con la dilución producida 
por el aporte de medio fresco [49, 51]. 
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Los cultivos semicontinuos son una situación intermedia donde se realizan 
diluciones cada cierto tiempo renovando una parte del cultivo mediante el 
cosechado de biomasa y la recuperación del volumen con medio fresco [52]. 
Estos cultivos, se operan de forma similar a los de lote, cosechando parcialmente 
en intervalos regulares, reponiendo el cosechado con medio fresco. 
 
2.6 Biorreactores 
 
La producción de biomasa a partir de microalgas está vinculada a la 
disponibilidad de luz, siendo este un factor detonante en su cultivo. Es por esto, 
que existen varios sistemas o métodos de cultivo. Recordemos que a través del 
tiempo han sido utilizadas para la producción de productos de valor agregado.  
 
Las características deseables en un biorreactor son: 1- debe ser adecuado para 
el cultivo de varias especies de microalgas y ser universal; 2- Proporcionar la 
mayor cantidad de luz posible, 3- Tener un buen intercambio gaseoso de CO2 a 
O2; 4- Alta tasa de transferencia de masa y temperatura sin dañar la célula o 
inhibir su crecimiento; 5- Minimizar la sedimentación, 6- Bajo costo de construir y 
operar y 7- Escalables [53]. 
 
Estos sistemas de cultivo de microalgas se pueden clasificar según su 
configuración y tipo de funcionamiento en sistemas abiertos (estanques) y 
sistemas cerrados (biorreactores) (Figura 5) [33]. Los sistemas abiertos son los 
más habituales para la producción comercial de microalgas, ya que presentan 
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una tecnología relativamente sencilla debido a que comúnmente son estanques 
con profundidades de 20 a 50 cm.  
 
Sin embargo, este método presenta algunas desventajas entre las que se 
encuentran, un elevado índice de contaminación, a un mezclado poco eficiente y 
lo más relevante a la limitación de luz en las capas inferiores; en contraste con 
los biorreactores que son sistemas que permiten el control de los parámetros 
necesarios para el cultivo, si bien es cierto que presentan considerables 
beneficios, cabe mencionar que son sistemas con altos costos de fabricación, 
operación y mantenimiento [54]. No obstante, son sistemas automatizados en 
donde se les provee CO2 y nutrientes para maximizar su productividad; son a 
priori los sistemas más productivos de todos. 
 
 
  
Figura 5 Sistemas de cultivo de microalgas 
 
a) Sistema abierto b) Sistema cerrado (biorreactor) 
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Existe una gran variedad de biorreactores y distintas configuraciones (serie, 
paralelo, batch, continuo, semi- continuo), tales como el tanque agitado, lecho 
fijo, lecho fluidizado, lechos de goteo, de recirculación (Air-lift), columna de 
burbujeo, tubulares y paneles planos [55, 56]. Para controlar los parámetros de 
funcionamiento del biorreactor (nutrientes, pH, oxígeno disuelto, temperatura, 
etc.) es necesario favorecer las funciones deseadas de las células vivas o 
enzimas. El biorreactor elegido debe ser caracterizado y optimizado 
funcionalmente, ya que el éxito depende en gran medida de sus sistemas de 
control y apoyo. 
 
Sin embargo, a pesar de presentar productividades altas, estos equipos 
presentan problemas de rentabilidad económica, elevados tiempos de residencia 
y un alto consumo energético [57]. En el caso de la producción de biodiesel, el 
proceso global puede ser simplificado efectuando la extracción de lípidos a partir 
de biomasa húmeda omitiendo la técnica de secado, lo que reduce el tiempo y 
los costos de extracción [15], [27], [58]. Además, la transesterificación in situ es 
un método para eliminar la etapa de extracción de aceite para la generación de 
biodiesel, o en su caso realizar la conversión directa biomasa biodiesel [25], [29]. 
Este último método muestra un alto contenido de fosfolípidos como resultado de 
la extracción eficiente [42]. 
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2.7 Transesterificación 
 
La transesterificación, es un término designado para una reacción orgánica, que 
es producida por el intercambio de los grupos acilo o alquilo de un éster [59]. Esta 
reacción ocurre cuando los triglicéridos contenidos en los aceites y las grasas se 
combinan con un alcohol de bajo peso molecular (Metanol) para producir una 
mezcla de ésteres grasos y glicerina, en presencia del hidróxido de sodio (NaOH) 
como catalizador. La reacción es la siguiente (Figura 6): 
 
 
Triglicérido  
(aceite) 
Metanol Glicerina Mezcla de ésteres 
metilicos 
 
Figura 6 Transesterificación 
Fuente. Ganesan et al. 2009 [59] 
 
 
 
El mecanismo de la reacción (Figura 7) es que el triglicérido es convertido en un 
diglicérido, posteriormente a un monoglicperido, y por último en glicerina 
(glicerol); y en cada etapa reacciona con una de las tres moléculas de alcohol 
produciendo entonces una molécula de éster por cada glicérido convertido. 
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Figura 7 Mecanismo de la reacción de transesterificación 
Fuente. Gansen et al. 2009 [59] 
 
 
La reacción de transesterificación y el uso de biorreactores para el cultivo de 
microalgas, puede considerarse en la reducción de costos para la producción de 
biocombustibles aplicando la biotecnología [4]; la cual está basada en el 
desarrollo de tecnologías innovadoras que emplean organismos para la 
generación de un producto específico. En tal sentido, en los últimos años se han 
incrementado las investigaciones para este fin empleando una variedad de 
microorganismos; en este caso, microalgas [60 – 63] y es esta innovando con la 
aplicación de nuevos medios nutritivos. 
 
La composición de los medios nutritivos ha sido estudiada para suplir, variar o 
añadir componentes que promuevan el crecimiento especifico de alguna enzima 
que impulse el incremento en la producción de un metabolito deseado. El uso de 
materiales de desecho o de recursos reciclados ayudar a tener cultivos 
sostenibles para la producción de biomasa. 
 
La orina es un desecho orgánico, el cual tiene un alto valor nutrimental para el 
cultivo de microalgas ya que tiene altas concentraciones de N y de P.  [64], 
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menciona que una persona excreta alrededor de 25 – 35 g d-1 de N y 2-2.5 g d-1 
de P, con variaciones de acuerdo con su dieta.  
 
El orina como residuo orgánico ha sido utilizado en algunas investigaciones; sin 
embargo, no se tiene reportado como único nutriente ya que se le adicionan 
metales trazas o se utilizan medios de orina sintéticos. Jaatinen et al. (2016) 
reporta que trabajo con Chlorella vulgaris, usando diferentes medios nutritivos 
incluyendo orina humana en diferentes concentraciones más la adición de 
metales traza. 
 
Por lo tanto, en este proyecto se busca el incremento en la producción de ácidos 
grasos de microalgas endémicas procedentes de un reservorio del estado de 
Nuevo León para la elaboración de biodiesel mediante el remplazo del medio de 
cultivo tradicional con el uso de orina humana como único nutriente. 
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CAPÍTULO 3 
 
HIPÓTESIS Y OBJETIVOS 
 
 
3.1 Hipótesis 
 
El uso de un residuo orgánico (orina), como medio nutritivo en el cultivo de una 
cepa nativa de Chlorella sp., incrementa el rendimiento y mejora la calidad del 
perfil de los triacilgliceroles (TAG’s), en comparación con el uso del medio 
nutritivo BG11. 
 
3.2 Objetivos 
 
3.2.1 Objetivos generales 
 
Diseñar y desarrollar un proceso de producción de biodiesel de 1.5 generación a 
partir de microalgas procedentes de una fuente de abastecimiento de agua 
potable del Estado de Nuevo León. 
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3.2.2 Objetivos específicos 
 
 
 Realizar la identificación morfológica de las microalgas y determinar los 
parámetros de las cinéticas de crecimiento. 
  Acondicionar un reactor con bajo consumo energético para la producción 
de biomasa microalgal. 
  Maximizar la producción de biomasa mediante un diseño de 
experimentos, considerando como uno de los factores la fuente de luz. 
 Caracterizar la biomasa microalgal cultivada. 
  Extraer los ácidos grasos de la biomasa microalgal y caracterizarlos. 
  Evaluar el rendimiento de la síntesis para la producción de biodiesel. 
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CAPÍTULO 4 
 
METODOLOGÍA 
 
4.1 Estrategia general del proyecto 
 
 
A continuación, en la figura 8, se indica el planteamiento general del proyecto y 
un diagrama de flujo como síntesis de las diferentes etapas y su interrelación. 
Figura 8 Diagrama de flujo general del procedimiento experimental del proyecto 
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4.2 Muestreo, caracterización del cuerpo de agua 
 
 
Las microalgas fueron obtenidas de la Presa Rodrigo Gómez “La Boca”, cuerpo 
de agua dulce ubicado en el Estado de Nuevo León mediante un muestreo 
realizado el mes de enero de 2016. Se seccionaron tres puntos de muestro (M) 
de acuerdo con las disposiciones de los métodos estándar para el muestreo 
manual de plancton. Los muestreos se ubicaron cerca de los márgenes de las 
áreas de descarga y de las entradas de agua que puedan influir en la composición 
física y química del agua de la presa. Las coordenadas UTM de los puntos de 
muestreo se indican en la siguiente tabla para obtener una muestra homogénea 
del cuerpo de agua; a las cuales se les efectuaron mediciones de temperatura 
(NMX-AA-007-SCFI-2000), pH (AOAC, 1997. Método 973.41) y conductividad 
eléctrica (CE) (AOAC, 1997. Método 973.40) al momento del muestreo en campo.  
 
El muestreo se realizó mediante una colecta directa en un contenedor de 20 litros 
el cual fue enjuagado con agua de la presa “La Boca” dos veces antes de la toma 
de muestra, para asegurar la eliminación de algún posible contaminante externo 
al cuerpo de agua dando cumplimiento a los métodos de muestreo publicados en 
el libro de Standard Methods, sección 9060 (Samples 2017). Posteriormente se 
trasladó en una hielera al laboratorio de ingeniería ambiental de la Facultad de 
Ingeniería Civil, UANL en donde se realizaron los siguientes análisis de acuerdo 
con la normatividad vigente: Nitrógeno Total Kjeldahl y amoniacal (NMX-AA-026-
ACFI-2010); Demanda química de oxígeno (DQO) (NMX-AA-030/1-SCFI-2012) y 
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Fósforo total (NMX-AA-029-SCFI-2001); la muestra fue almacenada en un cuarto 
frío a 4°C en condiciones de obscuridad para evitar crecimiento celular. 
 
Tabla. Coordenadas UTM de los puntos de muestreo 
Punto de muestreo Coordenadas 
M1 25°24´29´´ N 
100°07´55´´ W 
M2 25°25´43´´ N 
100°08´47´´ W 
M3 25°25´41´´ N 
100°07´45´´ W 
 
 
Figura 9 Localización de los puntos de muestreo 
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Posteriormente se realizó la concentración de las muestras por medio de 
filtración, utilizando filtros de membrana de 0.45 µ de la marca Whatman, un 
embudo de filtración y una bomba de vacío marca Gast; se filtró 1litro de muestra 
y el filtro fue colocado en agua destilada en un tubo de ensayo con capacidad de 
10 mL; se dejó reposar por 24 hrs; después se agitó para desprender todos los 
organismos retenidos en él y utilizarlo como inoculo. 
 
4.3 Identificación de las microalgas 
 
Durante la fase de crecimiento del cultivo, se realizó la identificación de las 
microalgas procedentes de la presa Rodrigo Gómez "La Boca", mediante el uso 
de un microscopio óptico (SWIFT Optical M2251b Monocular) tomando una gota 
de muestra y colocándola sobre en portaobjetos para observarla y mediante el 
uso de diversas claves taxonómicas. De acuerdo con la clave taxonómica 
propuesta por Bungartz (2002) [66], la identificación se realizó de acuerdo con 
las características morfológicas de estos microrganismos (color del protoplasma, 
presencia/ausencia de cloroplastos con pirenoides, estado de células 
individuales o coloniales, y morfología globosa o filamentosa). 
 
 Este método de clasificación fue realizado de acuerdo con técnicas ya 
reportadas [46]. Posteriormente se utilizó el método Sedgewick Rafter (S-R) para 
el recuento celular. Se utilizaron pipetas para la toma de alícuotas de 1 mL de 
muestra, las cuales fueron depositadas en las celdas S-R. Una vez que se 
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asentaron las microalgas, el recuento se realizó mediante un método de conteo, 
utilizando un micrómetro de Whipple. 
 
 
4.4 Técnicas de aislamiento 
 
En cuanto al aislamiento, existen diversos técnicas para obtener cultivos 
monoespecíficos a partir de un cultivo polifilético, estos varían de acuerdo con las 
dimensiones de las microalgas, de su movilidad y su morfología. Con relación a 
esto último, los métodos empleados para aislar las microalgas de los cultivos 
obtenidos fueron: el método de aislamiento en placas de agar, el de diluciones 
seriadas (Figura 10) y el aislamiento mediante micropipetas con el uso de 
microscopio óptico [51]. 
 
 
Figura 10 Técnica de aislamiento por dilución seriada 
Fuente propia 
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Las muestras se diluyeron primero a 10-6 para ayudar en el proceso de 
aislamiento. Se usaron placas de Petri esterilizadas (100 x 15 mm) que contenían 
aproximadamente 40 mL de medio sólido BG11 (agar 15 g L-1) para inocular con 
1 mL de la muestra diluida. La muestra diluida se extendió uniformemente por la 
superficie. Las placas inoculadas se incubaron 14 días a 20-25 °C. Este método 
se repitió hasta que se observaron colonias uniformes y los organismos aislados 
se transfirieron a un medio BG11. 
 
4.5 Cultivo y pruebas preliminares de crecimiento con un medio nutritivo 
básico (MEB) 
 
Para iniciar el cultivo, se trabajó con la muestra colectada de los tres puntos de 
muestreo (M)  obtenidos de la presa Rodrigo Gómez “La Boca”; se inoculo con 
50 mL de microalgas y se adiciono 200 mL de un medio de nutrientes enriquecido 
básico, denominado MEB (fosfato monobásico de potasio, nitrato de sodio y 
sulfato de magnesio) en tres concentraciones (0.1, 1 y 2 g L-1) a 9 reactores 
cilíndricos tipo  batch de 500 mL y 3 más fueron inoculados con la cepa, 
añadiéndoles únicamente 200 mL agua destilada; asimismo  los 12 reactores 
fueron ubicados en un tren de 4 reactores (Figura 11); conectados a un sistema 
de aireación; el cual consistió en una bomba de aire marca Etile con capacidad 
total de 19 L/min con cuatro salidas (Correspondiéndole a cada reactor una salida 
de aire); para la conexión de salida a la bomba de aire, se utilizó una manguera 
flexible de silicón de 11/36” de diámetro interno, enlazada a un regulador de 
caudal para acuarios; consecutivamente la manguera de silicón se le insertó un 
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conector T para unir los reactores e inyectarles aire atmosférico a cada uno de 
ellos. Además, se adaptó una fuente de luz blanca de 23 watts en ciclos de 12 
horas luz /obscuridad controlado por un temporizador (Sanelec Modelo 4345) por 
día por un periodo de 56 días; y la temperatura en los tratamientos se mantuvo 
bajo condiciones ambientales naturales, en donde la temperatura ambiental 
promedio registrada fue de 24°C, debido a que se trabajó en el interior del 
laboratorio de Ingeniería Ambiental de FIC, UANL. 
 
 
 
 
Figura 11 Esquema del cultivo de microalgas con medio MEB 
 
 
4.6 Cuantificación de la biomasa base seca 
 
 
Posteriormente para llevar un registro del crecimiento de las microalgas, se 
realizó una cuantificación de la biomasa generada por medio del método de peso 
seco el cual se describe a continuación: 
 
 
Salida de aire 
Concentración 
de medio MEB 
Muestras Reactores con 200 mL de medio MEB 
2 g L-1 Blanco 1 g L-1 0.1 g L
-1 
Bombas de aire 
2 g L-1 Blanco 1 g L-1 0.1 g L-1 
2 g L-1 Blanco 1 g L-1 0.1 g L-1 
M1 
M2 
M3 
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4.6.1 Tratamiento previo 
 
Para eliminar la interferencia en el filtro de vidrio, se realizó un pretratamiento, 
utilizando filtros de acuerdo con el método de sólidos suspendidos totales referido 
en Métodos Estándar para el análisis de aguas y aguas residuales. Para iniciar 
con el método, se utilizaron filtros del tipo Whatman de fibra de vidrio, con grado 
934-AH, libres de aglomerantes, con capacidad de retención de partículas de 
0.45 µm. Estos filtros se lavaron y secaron en una estufa (Shel Lab 1350FX) a 
100°C durante 30 minutos. Posteriormente se colocaron los filtros en un 
desecador y se dejaron enfriar durante aproximadamente 15 minutos a 
temperatura ambiente para registrar su peso. 
 
 
4.6.2 Determinación de peso seco 
 
Ya con los filtros tratados y listos para su uso, se procedió con la determinación; 
a través de monitoreos periódicos; en primera instancia se homogenizó el cultivo 
de microalgas y se filtraron 50 mL (cantidad recomendada cuando la densidad 
celular es mayor a 20x106 células por mililitro al ser Chlorofíceas) a través del 
filtro de fibra de vidrio preparado anteriormente, con una bomba de vacío (Gast) 
a una presión no mayor a 15 mm Hg [66]. 
 
Inmediatamente los filtros fueron colocados en cucharillas de papel aluminio y 
trasladados a la estufa por 6 horas a una temperatura de 65°C; transcurrido ese 
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lapso se acomodaron en un desecador por una hora y se pesaron en una balanza 
analítica (Sartorius BP2215). 
 
Y se calculó el peso seco de la muestra con la siguiente ecuación: 
 
𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑠𝑒𝑐𝑜 (𝑔L ) = 𝑃𝐹𝑀 − 𝑃𝐹 ∗ 𝑅 Ec. (1) 
 
 
donde:  
PFM= Peso seco del filtro más la microalga 
PF= Peso seco del filtro 
R = La razón l/mL filtrados (1000/ x mL) 
 
 
4.7 Evaluación de los factores determinantes que intervienen en un cultivo 
de microalgas. 
 
4.7.1 Cinéticas de crecimiento empleando dos diferentes medios nutritivos 
para el cultivo de microalgas. 
 
En el marco de lo anterior expuesto, se iniciaron las corridas por triplicado 
empleando la M1 y el medio MEB en concentración de 1 g L-1. Se utilizó un medio 
nutritivo adicional, el medio BG11 con la siguiente composición en g L-1: NaNO3 
(6.2), K2HPO4 (0.04), MgSO4 • 7H2O (0.075), CaCl2 • 2H2O (0.036), ácido cítrico 
(0.006), citrato férrico de amonio (0.006), EDTA (sal de disodio) (0.001), Na2CO3 
(0.02), H3BO3 (2.86), MnCl2 • 4H2O (1.81), ZnCl2 • 7H2O (0.22), CuSO4 • 5H2O 
(0.079), Na2MoO4 • 2H2O (0.39) y CoCl2 • 6H2O (49.4), reportado para el 
crecimiento de microalgas Cyanophytas y Chlorophytas [66]. Para mejorar la tasa 
de crecimiento, la fotosíntesis y la producción de biomasa, se aplicó una mayor 
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salinidad al medio sustituyendo el sulfato de zinc con cloruro de zinc y el cloro de 
cobalto por nitrato de cobalto como se indica en literatura [67]. El pH promedio 
fue de 7.5 para estos dos medios. De acuerdo con los parámetros anteriormente 
descritos en cuanto al cultivo y medición con respecto a lo mencionado en los 
puntos 4.3 y 4.6. Esta cinética se trabajó inoculando un consorcio de microalgas 
y Chlorella sp. microalga aislada de la presa Rodrigo Gómez “La Boca”. 
 
Para la evaluación de las cinéticas de crecimiento se utilizaron las siguientes 
formulas: 
 
Velocidad de crecimiento: 
µ =   Ec. (2) 
donde:  
µ= tasa o velocidad de crecimiento 
Δy= cantidad de sustrato al inicio del cultivo 
Δx = cantidad de sustrato en el tiempo  
 
Tiempo de duplicación: 
𝑛 =   Ec. (3) 
donde:  
n= numero de generaciones 
t= tiempo de la fase exponencial 
td = tiempo de duplicación 
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Tiempo de generación: 
𝑔 =
 ( )  Ec. (4) 
donde:  
g= tiempo de generación 
N0= numero de microorganismos inicial 
N= numero de microorganismos final 
t0=tiempo inicial 
t = tiempo final 
 
4.7.2 Caracterización de medios nutritivos MEB y BG11 
 
Se realizó la caracterización de los medios nutritivos para determinar la 
concentración de sus macronutrientes esenciales (nitrógeno y fósforo); estos 
análisis de realizaron de acuerdo con lo establecido por las normas oficiales 
mexicanas. (NMX-AA-026-ACFI-2010, NMX-AA-029-SCFI-2001 
respectivamente) 
 
4.7.3 Cinéticas de crecimiento mediante un residuo orgánico 
 
Después de lo anterior expuesto, se utilizó orina (un residuo orgánico) a modo de 
medio nutritivo; denominado como MOB; el cual fue recolectado conforme a el 
procedimiento de toma de muestras para urinocultivos emitido por PROLAB S.A. 
Laboratorio Clínico para instituciones hospitalarias; y se procedió a realizar los 
análisis descritos en el punto 4.7.1 para nitrógeno y fósforo. 
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La orina se recogió directamente usando frascos estériles de 3 empleados sanos 
masculinos y 3 femeninos del departamento de ingeniería ambiental de la UANL 
y se homogeneizó con un agitador magnético a 1000 rpm durante 10 minutos 
para su posterior análisis. La caracterización del medio MOB se realizó de 
acuerdo con la normativa vigente descrita en la caracterización de la muestra de 
agua. En seguida se tomó de referencia el resultado obtenido en la concentración 
de fósforo del medio nutritivo BG11, para la preparación del medio MOB, ya que 
forma parte de importantes intermedios metabólicos, lípidos y enzimas [67]. En 
este mismo sentido, se preparó el medio MOB en dos concentraciones de fósforo 
de 0.006 y 0.015 g L-1 (MOBL y MOBH) realizando diluciones con agua destilada.  
 
Posteriormente se prepararon 6 reactores tipo batch con capacidad de 500 mL, 
a los cuales se les añado 450 mL de medio antes mencionado, y les fue 
subministrado aire atmosférico mediante una bomba con capacidad de 9 L; 
además se utilizó una estructura adaptada con luz led (roja, blanca y azul) en 
ciclos de 12 horas luz obscuridad en periodos de 12 días y finalmente se inoculó 
con 50 mL de Chlorella sp. 
 
 
4.7.4 Relación biomasa/sustrato de un macronutriente (fósforo) 
 
Los rendimientos se determinaron calculando la relación entre el producto 
obtenido y el sustrato consumido. Y el rendimiento celular se define a través del 
concepto de nutrientes limitantes. Un nutriente limitante es ese sustrato cuyo 
consumo controla la velocidad de producción de biomasa. A través de este 
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concepto de sustrato limitante, se puede definir el desempeño del proceso. Para 
determinar el porcentaje de sustrato consumido, fue necesario calcular el 
rendimiento biomasa/sustrato Yx/s; el cual fue determinado por la siguiente 
ecuación: 
 
𝑌 𝑥 𝑠⁄ =
∆
∆
=  Ec. (5) 
 
 
donde: 
S0 = Cantidad de sustrato al inicio del cultivo 
S= Cantidad de sustrato en el tiempo  
t=Tiempo en el que se obtiene el número de células más elevado, reportando su 
resultado como g de células/g de sustrato consumido. 
 
 
4.7.5 Cinéticas de crecimiento a través de la dosificación de CO2 
 
 
A continuación, y de acuerdo con lo reportado [53], la dosificación de CO2 es un 
factor determinante de crecimiento; por lo que se iniciaron nuevas corridas para 
la obtención de biomasa. Se trabajó con cuatro cultivos en reactores cilindricos 
tipo batch de 500 mL. utilizando el medio nutritivo BG11; a dos de ellos se les 
inyecto CO2 mezclado con aire atmosférico, inoculando a un reactor 50 mL del 
consorcio de microalgas y al otro 50 mL de Chlorella sp. (Ver figura 12); asimismo 
se trabajó a la par sin la adición de CO2 con el consorcio y Chlorella sp. de 
acuerdo con el procedimiento referido en el punto 4.2. 
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Figura 12 Esquema de la adicción de CO2 + aire atmosférico 
al cultivo del consorcio de microlgas y de Chlorella sp. 
 
 
 
4.7.6 Cinética de crecimiento mediante la exposición del cultivo a tres 
longitudes de onda 
 
 
Esta prueba de crecimiento se realizó conforme a lo descrito en el punto 4.3, 
destacando que se utilizaron seis reactores cilíndricos tipo batch de 500 mL. Los 
medios nutritivos utilizados en esta prueba fueron el MOB en concentración de 
0.015 g L-1 y BG11 para cada longitud de onda. Estos reactores fueron inoculados 
tres con Chlorella sp. y tres con el consorcio de microalgas. La luz led fue 
administrada mediante estructuras con un interior circular, que contiene cinco 
tiras de LEDs multicolores de 0.045 W cada LED (Figura 13), lo que proporciono 
una incidencia total de luz en los cultivos. Las barras LEDs fueron alimentadas 
mediante un conversor de corriente a corriente continua. El LED azul, presentó 
una emisión aproximada de 435-500 nm, el rojo de 625 740 y el blanco 
comprende el rango total de colores, lo que reporta una emisión de 400 -700 nm. 
 
Aire atmosférico 
+ CO2 
 
Reactor de 500mL Bomba de aire 
Entrada de aire  
50 mL inoculo 
450 medio BG11 
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Figura 13 Estructura tipo cámara con diferentes longitudes de onda 
para incentivar el crecimiento de los cultivos de microalgas 
 
 
4.7.7 Determinación de crecimiento por medio de espectrofotometría  
 
La concentración de la biomasa microalgal influenciada por tres longitudes de 
onda fue evaluada a través de monitoreos diarios mediante densidad óptica. Se 
efectuaron extracciones de 10 mL del cultivo en agitación bajo condiciones 
asépticas, en donde 1 mL fue colocado en una celda de vidrio de la misma 
capacidad en el espectrofotómetro y después, los 9 mL restantes fueron 
utilizados en lecturas de pH, temperatura y oxígeno disuelto (Hanna Instruments). 
Asimismo, la absorbancia se determinó empleando un espectrofotómetro 
(Thermo Spectronic Helius Epsiloon) a una longitud de onda de 750 nm para 
medir la densidad celular [68] y con las lecturas obtenidas, se elaboraron las 
curvas de crecimiento graficando las mediciones de absorbancia con respecto al 
tiempo.  
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4.7.8 Curva de calibración 
 
Adicionalmente se realizó una curva de calibración para relacionar la turbidez 
provocada por el incremento en la concentración de la biomasa medida aλde 750 
nm con los resultados del cultivo de Chlorella sp. con el método de peso seco 
correspondiente a la toma de 50 mL de muestra cada 24 horas en condiciones 
de aireación constante con una bomba con 9 L y sometido a ciclos de luz led 
blanca de 12 horas Luz/obscuridad. 
 
 
Figura 14 Curva de calibración que muestra la correspondencia entre la densidad óptica y la 
concentración (g de peso seco por litro) es lineal con un alto valor de R2 
 
 
4.8 Métodos de recuperación de la biomasa de microalgas 
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Entre los métodos de recuperación de biomasa microalgal, se pueden encontrar 
centrifugación, sedimentación, filtración, flotación y floculación [38, 69, 70, 71]; 
en esta investigación empleamos dos de los métodos anteriormente 
mencionados: 
 
Para validar los datos obtenidos, utilizaremos la siguiente ecuación para 
determinar la cantidad de biomasa recuperada: (cosecha)  
   
𝑀 =  𝑀    −  𝑀  Ec (6) 
 
 
 
donde:  
Mt= Biomasa en el t y se calcula en el momento de la fase estacionaria en donde 
el número de células es más elevado 
M0= Biomasa del inoculo 
 
 
4.8.1 Centrifugación 
 
Este es un método ampliamente utilizado para la separación de biomasa debido 
a su eficiencia, se llevó a cabo agregando 25 mL de muestra líquida a un tubo de 
ensayo y enseguida se colocó dentro de una centrifuga (Thermo Scientific 
Heraeus Megafuge 8) cumpliendo dos ciclos de 10 minutos a 10,000 rpm y 
posteriormente se realizó un secado en un horno de convección a 60°C por 12 
horas. 
 
4.8.2 Sedimentación 
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Con respecto a este método, la sedimentación por gravedad es el método más 
común [69, 70, 71] pese a ser rudimentario; en este caso se utilizó un embudo 
decantador de 500 mL, en el cual se depositó un lote de cultivo de microalgas y 
se dejó reposar por 6 horas para realizar la primera separación de la muestra, 
tomando toda la biomasa sedimentada; repitiendo el mismo procedimiento a las 
12, 18 y 24 horas, y posteriormente se realizó un secado en un horno de 
convección a 60°C por 12 horas. 
 
 
4.9 Caracterización y determinación de componentes celulares en la 
biomasa microalgal 
 
Todas las determinaciones mencionadas a continuación fueron realizadas por 
parte del Laboratorio de Alimentos, Medicamentos y Toxicología de la Facultad 
de Ciencias Químicas en cuatro muestras cultivadas bajo luz blanca, ciclos de 12 
horas luz/obscuridad, inyección de aire atmosférico y en reactores cilíndricos tipo 
batch de 500 mL; cosechadas de acuerdo con lo mencionado en el punto 4.8 y 
secadas para obtener biomasa base seca correspondiente a los siguientes 
cultivos: 
 
a) Chlorella sp. cultivada en medio BG11. 
b) Chlorella sp. cultivada en medio MOB en concentración de 0.015 g L-1. 
c) Consorcio de microalgas cultivada en medio BG11. 
d) Consorcio de microalgas cultivadas en medio MOB en concentración de 0.015 
g L-1. 
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4.9.1 Determinación de proteínas 
 
En el caso de las proteínas, se trabajó de acuerdo con lo establecido en la NMX-
F-608-NORMEX-2011; cuyo fundamento se basa en la descomposición de los 
compuestos de nitrógeno orgánico que por ebullición de la materia orgánica se 
oxidan para formar agua y bióxido de carbono. El ácido sulfúrico se transforma 
en SO2, el cual reduce el material de nitrógeno a sulfato de amonio. El amonio se 
libera después de la adición de hidróxido de sodio y se destila recibiéndose en 
una dilución al 2% de ácido bórico. Y se titula el nitrógeno amoniacal con una 
dilución valorada de ácido, cuya normalidad depende de la cantidad de nitrógeno 
contenido en la muestra y posteriormente el porciento de proteínas se obtiene 
multiplicando el porciento de nitrógeno obtenido por el factor correspondiente. 
Esté método consta de las siguientes etapas: 
 
𝑁 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙 
𝐷𝑖𝑔𝑒𝑠𝑡𝑖ó𝑛 𝑒𝑛
Á𝑐𝑖𝑑𝑜 𝑠𝑢𝑙𝑓𝑢𝑟𝑖𝑐𝑜
(𝑁𝐻 ) 𝑆𝑂 /𝐻 𝑆𝑂
𝐷𝑒𝑠𝑡𝑖𝑙𝑎𝑟 𝑐𝑜𝑛 𝑒𝑥𝑐𝑒𝑠𝑜
𝑑𝑒 𝑁𝑎𝑂𝐻
𝑁𝐻 /Á𝑐𝑖𝑑𝑜 𝑏ó𝑟𝑖𝑐𝑜 
 
 
4.9.2 Determinación de extracto etéreo 
 
Esta prueba está fundamentada en la NMX-F-089-1978, en la cual se establece 
el procedimiento para la determinación de ácidos grasos (extracto etéreo) por el 
método Soxhlet, que consiste en una extracción cíclica de los componentes 
solubles en el éter que se encuentran. Para esta extracción se añadieron 6 mL 
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de metanol: cloroformo 2:1 (MetOH:CHCl3) y se agitó durante un período de 2 
min. Enseguida se añadieron 4 mL de CHCl3 y 4 mL de agua destilada y se 
agitaron por 2 min; y se dejó reposar hasta que las fases orgánica y acuosa se 
separaron. La fase inferior (orgánica) se recogió con una pipeta Pasteur y se 
transfirió a un Erlenmeyer de 50 mL previamente pesado. Se realizó una segunda 
extracción añadiendo 4 mL de CHCl3 y 4 mL de agua destilada y se agitaron 
durante dos minutos. Al observar la separación de fases, se tomó la fase interna 
y se colocó en el Erlenmeyer que tenía en la primera fase. El CHCl3 se evaporó 
en un horno (Shel Lab) con una temperatura de 64.7ºC, la grasa se midió por 
pérdida de peso de la muestra o por cantidad de muestra removida [62]. 
 
4.9.3 Determinación de cenizas 
 
En cuanto a la determinación de ceniza, se trabajó de acuerdo con lo establecido 
en la NMX-F-607-NORMAX-2013, en la cual la materia seca, se carboniza o 
incinera y posteriormente se calcina a 500°C a 600°C para destruir a la materia 
orgánica de la misma permitiendo así la cuantificación de cenizas totales o 
minerales presentes (material inorgánico que no se volatiliza) [72, 73]. 
 
4.9.4 Determinación de humedad 
 
Esté método se basa en que al añadir arena o grasa se incrementa la superficie 
de contacto y la circulación del aire de la muestra, favoreciendo así la 
evaporación durante el tratamiento térmico [74]. 
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4.9.5 Determinación de carbohidratos 
 
Con respecto a la determinación de carbohidratos; esta se realizó por diferencia. 
 
4.10 Métodos de extracción de ácidos grasos en microalgas 
 
El contenido total de lípidos se determina comúnmente por métodos de 
extracción, los más utilizados son a partir de disolventes orgánicos, sin embargo, 
también puede cuantificarse por métodos que no incluyen disolventes y por 
métodos instrumentales que se basan en propiedades físicas o químicas de los 
lípidos.  
 
4.10.1 Métodos empleando solvente 
 
En primera instancia, se utilizó el equipó Soxhlet, colocando 20 gr. de biomasa 
cosechada de un cultivo de Chlorella sp. en un cartucho de celulosa, teniendo 
precaución de estar bien tapado para evitar arrastre del material, y este se colocó 
en el compartimiento de muestra en el equipo; después se añadió metanol como 
solvente a un matraz redondo y se comenzó la etapa de calentamiento, regulando 
el caudal de agua del reflujo. El solvente una vez que alcanza su temperatura de 
ebullición, se evapora y llega al refrigerante condensándose y cayendo al 
compartimiento del cartucho de muestra iniciando la separación de los 
compuestos; estos ciclos de extracción se realizaron por un lapso de 12 horas; 
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posteriormente, se retira el cartucho con la muestra. Enseguida, se vuelve a 
colocar el dispositivo para calentar y separar el solvente del aceite extraído; 
cuando la cantidad de solvente en el matraz es mínima, este se colocó en una 
estufa para eliminar el resto del solvente se traslada a un desecador y se deja 
enfriar [34, 49, 72]. 
 
Una vez frio, el matraz es pesado en una balanza analítica y se procede a calcular 
el porcentaje de grasa mediante la siguiente expresión: 
 
𝐺 (%) = 100 Ec (7) 
 
donde:  
m1 = Masa en gramos del matraz de fondo redondo vació 
m2= Masa en gramos del matraz de fondo redondo con grasa 
M = Peso de la muestra en gramos 
 
Este método se realizó de la misma forma utilizando dos diferentes solventes más 
(hexano y cloroformo). 
 
Posteriormente se trabajó con el método de extracción y destilación simultánea, 
mediante el uso de un equipo Clevenger, con cloroformo como solvente y 20 g 
de Chlorella sp. en base seca, con un tiempo de extracción de 1 hora a una 
temperatura de 61°C. 
 
 
 
51 | P á g i n a  
 
       
 
4.10.2 Confirmación de lisis celular mediante la técnica de microscopia 
electrónica de barrido (SEM) 
 
Esta técnica brinda información directa de la morfología del espécimen a analizar. 
El SEM es capaz de producir imágenes de alta resolución ( -1nm) de la superficie 
evaluada. Este quipo en lugar de un haz de luz utiliza un haz de electrones para 
genera una imagen clara de la superficie de sólidos orgánicos e inorgánicos. 
Debido al haz de electrones es que algunos materiales necesitan ser recubiertos 
con algún compuesto que sea conductor, en caso de que el material no lo sea; 
los recubrimientos que se usan es el carbón o delgadas capaz de algún metal 
como lo es el oro.  
 
El SEM se utilizó para confirmar la lisis celular para la recuperación de los ácidos 
grasos contenidos intracelularmente en Chlorella sp. Y consistió en el 
recubrimiento (oro-paladio) celular de la biomasa con el equipo modelo Denton 
Vaccum-Desk V; la muestra seca, fue colocada en una cámara de vacío; la cual, 
al llegar a cierta presión, detecta la condición óptima para aplicar el recubrimiento. 
Posterior a esto, se procedió al análisis de las muestras de biomasa, para lo cual 
se utilizó el microscopio electrónico de barrido JEOL – JSM-6510LV. 
 
Las muestras a analizadas fueron dos: 
 
a) Chlorella sp. – Muestra de biomasa extraída de un medio de cultivo. 
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b) Chlorella sp.- Muestra de biomasa después del procedimiento de extracción 
de ácidos grasos con solventes. (Cloroformo y metanol). 
4.10.3 Perfil de ácidos grasos 
 
Otro análisis realizado fue el perfil de ácidos grasos de acuerdo con el Método 
Oficial AOAC 969.33 y la preparación de los ésteres metílicos por el método de 
trifloruro de boro, en el cual se saponificaron los glicéridos y fosfolípidos y se 
liberaron y esterificaron los ácidos grasos en presencia de un catalizador de BF3 
para su análisis en un cromatógrafo de gases acoplado a un detector de 
ionización de llama (Hewlett Packard 5890). Los estándares preparados fueron 
de la marca Sigma (mezcla FAME de 37 componentes). Se inyecto por triplicado 
de 0.1 a 20. µL de una solución de 5 al 10% de los ésteres metílicos y a 
continuación se añadió 1 µL también en triplicado de la solución estándar. 
 
Enseguida se identificaron las muestras mediante el método cromatográfico que 
permite la separación de patrones en forma de ésteres de los ácidos grasos; esta 
identificación se realizó por coincidencia del tiempo de retención de los picos 
aparecidos en la muestra con los patrones disponibles (tras la previa preparación 
de la muestra). Posteriormente la cuantificación se basa en la adición de patrón 
interno durante el proceso de preparación de la muestra y aplicando el factor de 
respuesta de este patrón interno a los ácidos grasos a cuantificar. 
 
4.11 Transesterificación 
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Con el aceite obtenido a partir de la biomasa microalgal, se procedió a realizar la 
transesterificación en régimen discontinuo, que consiste en la reacción de un 
triéster de glicérido (triglicéridos) con un alcohol para formar metil éster y glicerol. 
El volumen del aceite a procesar se mezcló con una preparación de metóxido de 
sodio preparada agregando metanol y NaOH hasta disolverlos completamente 
con la ayuda de un agitador magnético. 
 
Enseguida se colocó la mezcla de aceite y metóxido en un vaso de precipitado y 
se calentó hasta llegar a 55°C, cuidando de mantener esta temperatura hasta el 
final agitándolo a 500 rpm por un periodo de 1.5 a 2 horas, observando la 
separación de los ácidos grasos de la glicerina; en ese momento se transfirió a 
un decantador y se dejó reposar por un lapso de 12 horas para observar 
claramente la separación de fases; por último se separó lo decantado del 
sobrenadante y se realizaron dos lavados con la finalidad de separar impurezas. 
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CAPÍTULO 5 
 
 
RESULTADOS Y DISCUCIONES 
 
 
 
 
5.1 Muestreo y caracterización del cuerpo de agua 
 
 
 
La concentración de nutrientes (N, P) en la muestra de agua obtenida de la 
represa Rodrigo Gómez "La Boca", registró valores de 0.004 g L-1 de nitrógeno 
total y 0.00075 g L-1 de fósforo con un pH alcalino (7.6-7.7) y la temperatura oscila 
entre 12-18 °C. En este estudio, las concentraciones de N y P indican los bajos 
niveles de estos macronutrientes presentes en la presa al momento del muestreo, 
lo que influye, pero no interfiere con la presencia de microalgas en el cuerpo de 
agua. Sin embargo, muestra el alto grado de supervivencia de estos 
microorganismos al déficit y abundancia de nutrientes. La variación de nutrientes 
afecta el hábitat de las microalgas, induciendo la competencia por los nutrientes, 
lo que provoca estrés ambiental e influye en la distribución y abundancia de los 
diferentes géneros [75, 76, 77, 78]. 
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Tabla. Caracterización de la presa Rodrigo Gómez "La Boca" 
Columna1 Unidad M1 Desvest M2 Desvest M3 Desvest Promedio 
pH Unidades 7.73 0.27 7.78 0.21 7.82 0.18 7.7766 
Conductividad 
Eléctrica  
µS/cm 425 16.87 415 10.80 407 3.39 415.666 
Nitrógeno 
total Kjeldahl 
g L-1 0.0004 0.0004 0.0003 0.0003 0.0003 0.0003 0.0003 
Nitrógeno 
proteico 
(orgánico)  
g L-1 0.0003 0.0003 0.0002 0.0002 0.0002 0.0001 0.0002 
Nitrógeno 
amoniacal  
g L-1 0.0001 0.0001 0.0001 0.0001 0.0001 0.0001 0.0001 
Demanda 
Química de 
Oxigeno  
g L-1 0.038 0.027 0.019 0.014 0.029 0.015 0.0286 
Fósforo total  g L-1 0.0007 0.0001 0.0004 0.0004 0.0004 0.0004 0.0005 
 
Estas variaciones se obtienen como consecuencia de las temporadas de lluvias 
y las actividades económicas que se desarrollan en el cuerpo de agua y en sus 
alrededores; tales como: actividades acuáticas, domésticas, agrícolas e 
industriales que se realizan, ya que es uno de los cuerpos de agua más 
representativos del estado. Estas actividades provocan eutrofización 
(contaminación orgánica e inorgánica de una masa de agua), promoviendo 
alteraciones en la disponibilidad de nutrientes para las microalgas. En un estudio 
realizado en China, se menciona que la mayoría de los lagos urbanos son 
hipertróficos por sus altas concentraciones de N y P, con un promedio de 5.38 y 
0.49 g L-1 respectivamente [75]. Aunado a esto, la competencia, perturbación y 
las respuestas al estrés ambiental, son procesos importantes que determinan su 
distribución y abundancia [76, 77, 78].  
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5.2 Identificación de las microalgas 
 
De los muestreos realizados se obtuvo un consorcio de microalgas que tiene una 
composición de: 25 géneros, 17 familias y 4 divisiones de microalgas; siendo 
Chlorophyta la que presentó mayor densidad celular (10 cel mL-1 por muestra). 
La variación natural entre los grupos de microalgas y el factor de influencia que 
se observaron las condiciones climáticas, así como la capacidad de adaptación 
de la división Chlorophyta; además, esta división tiene el potencial de ser 
considerada como materia prima en condiciones variables [79]. 
 
Se utilizaron imágenes de microscopía para identificar los géneros de microalgas 
detectadas en la muestra. Estos géneros de microalgas tienen cualidades 
particulares, ya que la división, Chlorophyta tiene como característica principal la 
presencia de clorofila a y b, que son los pigmentos que les dan su característico 
color verde [80]. Entre los géneros presentes en la muestra se encuentran 
Cosmarium sp., Chlorella sp., Staurastrum sp., Coleastrum sp., Pediastrum sp. 
entre otros.  
 
En las figuras 15 y 16 se muestran imágenes de alguno de los géneros 
encontrados con más frecuencia en el cuerpo de agua, identificados 
principalmente por su morfología y características taxonómicas. 
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Figura 15 Microalgas de la Presa Rodrigo Gómez "La Boca". 
 a y b-Pediastrum sp. c) Coleastrum sp.  
 
Figura 16 Microalgas de la presa Rodrigo Gómez "La Boca" 
 d) Staurastrum sp. e) Chlorella sp. f) Cosmarium sp. 
 
 
 
5.3 Técnicas de aislamiento 
 
En cuanto al aislamiento de microalgas se lograron resultados utilizando el 
método de dilución seriada, mediante la cual, se aisló Chlorella sp. (Figura 17) 
género de la familia de Chlorophyta. Esta microalga fue seleccionada y aislada 
debido a su capacidad para producir ácidos grasos (Gouveia y Oliveira, 2009). 
Se ha demostrado que Chlorella sp. es capaz de adaptarse a un amplio rango de 
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temperaturas, lo que aporta ventajas durante el proceso de producción de 
biomasa de microalgas (MBP). Posteriormente, la producción de MBP y ácidos 
grasos de los consorcios y Chlorella sp. fueron analizados y caracterizados más 
a fondo. Su árbol filogenético es el siguiente: 
 
Dominio: Eukarya 
Phylum: Viridiplatae 
Division: Chlorophyta 
Clase: Trebouxiophyceae 
Orden: Chlorellales 
Familia: Chlorellaceae 
Género: Chlorella 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 17 Microalga nativa de la presa Rodrigo Gómez "La Boca" del género Chlorella sp. 
 
 
 
5.4 Cultivo y pruebas preliminares de crecimiento con un medio nutritivo 
básico (MEB) 
 
 
A las microalgas caracterizadas, se les realizo pruebas preliminares para 
determinar su crecimiento, iniciando con su adaptación y para activarlas. Se 
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utilizó el medio MEB para dotarles de los nutrientes para incentivar su capacidad 
de reproducirse y por lo tanto generar mayor concentración de biomasa.  
Las figuras 18 y 19 exponen que la fase de latencia culmino para las muestras 
con menor o nula concentración de nutrientes en un periodo de dos semanas y 
media. En cuanto a las muestras cultivadas en el medio MEB con concentración 
de 1 y 2 g L-1 (Figuras 20 y 21), la fase de latencia termino en un periodo de una 
semana y media. Posteriormente la fase exponencial presentó una duración de 
4 y 5 semanas respectivamente. 
 
En lo que concierne a las concentraciones de nutrientes, se obtuvo una densidad 
celular máxima en la M1 en concentración de 1 g L-1 (4,760 cel mL-1), presentando 
un incremento en el conteo celular del 83% con respecto a los resultados 
obtenidos con la concentración de 2 g L-1 registrando una menor densidad celular 
(801 cel mL-1). 
 
En cuanto a los resultados obtenidos en el blanco (Tabla Resultados de la prueba 
preliminar de crecimiento de los tres puntos de muestreo y un blanco), es 
importante resaltar que presentó duplicación celular únicamente con la presencia 
de luz y la inyección de aire atmosférico y sin la adicción de nutrientes su 
densidad celular total fue de 1,886 cel mL-1; alcanzo lo que representa un 
incremento del 57% en referencia a la concentración de 2 g L-1 que registró un 
índice menor (Figura 21). El pH inicio con un valor promedio de 8 y continúo 
elevándose el valor hasta la sexta semana, en la cual alcanzo un valor promedio 
de 10.3 unidades, lo que representa una alza de 2.3 unidades.  
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Esto confirma que la perturbación en el cultivo de estos microorganismos 
modifica los patrones naturales de crecimiento [70, 71]; es decir, las condiciones 
ambientales (temperatura, pH y concentración de nutrientes) intervienen con las 
actividades metabólicas de la célula, inhibiendo su crecimiento o incentivando su 
crecimiento. 
 
Tabla. Resultados de la prueba preliminar de crecimiento de los tres puntos de muestreo y un 
blanco 
 M1 M2 M3 
Promedio de concentración celular (mL-1) 1,886 1,287 559 
Velocidad especifica de crecimiento (cel mL-1) 0.515 0.547 0.519 
Tiempo de duplicación (hr) 0.693 0.693 0.693 
Tiempo de generación (Semanas) 1.345 1.267 1.335 
R2 0.935 0.962 0.928 
pH promedio 8.86±0.03 
Desvest 1.306 1.367 1.321 
 
 
Figura 18. Prueba preliminar de crecimiento mediante un blanco  
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En relación con el MEB en concentración 0.1 g L-1 (Tabla de resultados de la 
prueba preliminar de crecimiento de los tres puntos muestreados mediante el uso 
del medio nutritivo MEB en concentraciones del 0.1 g L-1), podemos observar que 
las tres muestras refieren un crecimiento similar hasta la tercer semana, en 
donde, la duplicación celular de las muestras M1 y M2 se incrementa en un 52% 
con relación a la M3; siguiendo esta tendencia la M1 reportó una densidad celular 
de 1,193 cel mL-1, lo que representa un crecimiento del 85% en relación con el 
valor máximo de M3. 
 
Tabla. Resultados de la prueba preliminar de crecimiento de los tres puntos muestreados 
mediante el uso del medio nutritivo MEB en concentración de 0.1 g L -1 
 M1 M2 M3 
Promedio de concentración celular (mL-1) 3,203 2,236 443 
Velocidad especifica de crecimiento (d-1) 0.763 0.644 0.512 
Tiempo de duplicación (hr)   0.693    0.693 0.693 
Tiempo de generación (semanas-1) 0.908 1.076 1.353 
R2 0.960 0.936 0.853 
pH promedio 8.765±0.00 
Desvest 1.909 1.631 1.359 
 
 
El pH al inicio del cultivo fue de 8 unidades, registrando una variación de 1.9, 
presentando un pico al llegar a la sexta semana de cultivo. En los días posteriores 
el valor del pH decayó hasta obtener un valor de 9.5.(Figura 19). 
 
Con relación a la concentración de 1 g L-1 de MEB (Tabla Resultados de la prueba 
preliminar de crecimiento mediante el uso del medio MEB en concentración de 1 
g L-1), observamos que la muestra M1 presentó el mayor índice de crecimiento 
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con relación al blanco y las concentraciones de 0.1 y 2 g L-1. Esta concentración 
registró un promedio de crecimiento de 3,046 cel mL-1 en las tres muestras; lo 
que representa un aumento en la densidad celular de 59, 35.6 y 76% 
respectivamente.  
 
Figura 19 Prueba preliminar de crecimiento mediante el uso del medio nutritivo MEB                                   
en concentración de 0.1 g L -1 
 
 
En cuanto al pH, se elevó 1.6 unidades durante la cinética de crecimiento que 
comprendió del día 0 al día 49 (séptima semana); es importante resaltar el 
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cual duplico el valor en una semana; esto se relaciona con el incremento celular 
registrado en el mismo periodo (1,405 cel mL-1). 
 
Tabla. Resultados de la prueba preliminar de crecimiento mediante el uso del medio MEB en 
concentración de 1 g L-1 
 M1 M2 M3 
Promedio de concentración celular (mL-1) 4,760 2,788 1,590 
Velocidad especifica de crecimiento (d-1) 0.766 0.606 0.737 
Tiempo de duplicación (hr)   0.693   s0.693 0.693 
Tiempo de generación (Semanas-1) 0.904 1.143 0.940 
R2 0.983 0.950 0.972 
pH promedio 8.921±0.00 
Desvest 1.892 1.522 1.831 
 
De acuerdo con los resultados obtenidos, el promedio de pH en las 4 muestras 
analizadas es de 8.2 a 8.78, mismo que es referido en literatura, ya que se 
menciona que un rango óptimo de pH para un cultivo está entre 7 y 9 unidades. 
Por otra parte, algunos autores coinciden en que el crecimiento de microalgas es 
óptimo en un pH de 7.5 [81, 82, 83], por lo que son utilizadas soluciones 
amortiguadoras en los medios con la finalidad de mantener o ajustar el pH del 
medio.  
 
Opuesto a lo antes mencionado, el pH registrado en los 4 cultivos presentó un 
comportamiento natural, debido a que este se incrementa conforme la edad del 
cultivo; esto es debido a la acumulación de minerales y a la oxidación de los 
nutrientes. Soportando lo reportado en esta investigación, Alyabyev demostró, 
que Chlorella vulgaris, expuesta a pH extremos (alcalinos o ácidos) incrementan 
la producción de calor y tareas de respiración, contrario a lo observado con una 
microalga marítima Dunaliella sp. [84]. 
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Figura 20 Prueba preliminar de crecimiento mediante el uso 
del medio nutritivo MEB en concentración de 1 g L-1 
 
 
Por último, la concentración de 2 g L-1 (Figura 20 y Tabla Resultados de la prueba 
preliminar de crecimiento mediante el uso del medio MEB en concentración de 2 
g L-1) produjo la menor densidad celular y los valores más bajos de pH; esto se 
vio reflejado en el crecimiento, ya que su mayor producción celular a la séptima 
semana fue de 786 cel mL-1; comparándolo con los resultados de la 
concentración de 1 g L-1 que registró un conteo celular de 1,987 cel mL-1 
representa un déficit de 39.5%. 
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Tabla. Resultados de la prueba preliminar de crecimiento mediante el uso del medio MEB en 
concentración de 2 g L-1 
 M1 M2 M3 
Promedio de concentración celular (mL-1) 2,591 2,323 1,166 
Velocidad especifica de crecimiento (d-1) 0.611 0.604 0.641 
Tiempo de duplicación (hr)   0.693    0.693 0.693 
Tiempo de generación (Semanas) 1.134 1.147 1.081 
R2 0.932 0.881 0.936 
pH promedio 8.60±0.00 
Desvest 1.551 1.575 1.624 
 
 
 
Figura 21 Prueba preliminar de crecimiento mediante el uso 
del medio nutritivo MEB en concentración de 2 g L-1 
 
 
 
De acuerdo con el comportamiento observado en estas pruebas preliminares, la 
respuesta obtenida de crecimiento mediante la exposición a diferentes 
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a mayor concentración de nutrientes mayor crecimiento (no existe limitación de 
nutrientes).  
 
Las algas en general requieren nutrimentos en disolución, si bien los nitratos y 
fosfatos son dos nutrientes de importancia, es necesaria la presencia de 
micronutrientes para cubrir las necesidades del microorganismo [85]. Por otra 
parte, se debe considerar el objetivo del cultivo, es decir, si la finalidad es una 
alta productividad de biomasa, la composición del medio de cultivo debe contener 
altas concentraciones de nitratos y fosfatos, debido a que son esenciales para su 
crecimiento [86]. 
 
5.5 Evaluación de los factores determinantes que intervienen en un cultivo 
de microalgas. 
 
 
5.5.1 Cinéticas de crecimiento empleando dos diferentes medios nutritivos 
para el cultivo de microalgas. 
 
Con base a los resultados obtenidos en la sección 5.4, en donde el crecimiento 
celular con el medio MEB en concentración de 1 g L-1 presentó un incremento del 
83% con respecto al cultivo en concentración de 2 g L-1; por lo tanto, se 
seleccionó la muestra M1 para la ejecución de las determinaciones posteriores en 
concentración de 1 g L-1 de MEB para la realización de las pruebas 
correspondientes. 
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Percibimos que el incremento en la biomasa con BG11 fue 5.8% veces mayor en 
el consorcio con respecto a Chlorella sp; en general, esto representa un aumento 
promedio de 10.18% (Tabla Cinética de crecimiento de Chlorella sp. y un 
consorcio de microalgas con dos medios nutritivos, fotoperiodo de 12 horas 
luz/oscuridad, bajo luz blanca fluorescente). 
 
Tabla. Cinética de crecimiento de Chlorella sp. y un consorcio de microalgas con dos medios 
nutritivos, fotoperiodo de 12 horas luz/oscuridad, bajo luz blanca fluorescente 
 
Chlorella sp. Consorcio  
MEB BG11 MEB BG11 
Velocidad especifica de crecimiento (d-1) 0.002 0.023 0.019 0.005 
Productividad volumétrica (g L-1 d-1) 0.001 0.026 0.004 0.024 
Densidad de biomasa (g L-1) 0.098 0.602 0.140 0.561 
R2 0.824 0.953 0.866 0.894 
Desvest 0.310 0.993 5.717 2.820 
 
Analizando la figura 22, observamos que la concentración inicial de Chlorella sp. 
fue de 0.5 g L-1 tanto en MEB como en BG11; En 24 horas la duplicación celular 
en BG11, se incrementó un 75% con respecto al MEB alcanzando la 
concentración de biomasa máxima al día 22 con 0.602 g L-1; contrario al MEB, 
que registro su mayor peso o densidad celular al día 18 (0.098 g L-1) y 
posteriormente disminuyo a 0.016 g L-1. 
 
Estos resultados se atribuyen a la composición del medio BG11; esto es de 
acuerdo con un estudio publicado por Fábregas et al. (1998) [87], en el que 
reporta la reacción de la microalga Haematococcus pluvialis por la deficiencia de 
N y Mg en su cultivo. En esta investigación, se reportó que la microalga al tener 
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una deficiencia de N y Mg en su cultivo incrementa su densidad celular y la 
acumulación de pigmentos se ve favorecida [87]. 
 
Con referencia a la velocidad especifica de crecimiento de Chlorella sp. (Figura 
22) en el medio BG11 fue de 0.023 d-1, y en el consorcio de 0.005 d-1; por el 
contrario, los resultados obtenidos de la tasa de crecimiento en el medio MEB del 
consorcio fueron de 0.019 d-1 y en Chlorella sp. de 0.002 g L-1. 
 
Figura 22 Cinética de crecimiento con MEB y BG11 
 empleando la microalga Chlorella sp. 
 
 
 
El consorcio de microalgas presentó un comportamiento similar, debido a que 
presentó una mejor respuesta con el medio BG11 (Figura 5.8); lo que representa 
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a un incremento celular de 91% al día 22 y un 67% al día 16 con el MEB y 
posteriormente registró un decrecimiento correspondiente a 0.012 g L-1. 
 
Es posible relacionar este comportamiento con lo reportado para estos 
microorganismos, ya que algunas especies de microalgas pueden acelerar su 
etapa de duplicación o fase exponencial de crecimiento al controlar diversos 
factores bióticos y abióticos en su cultivo como los nutrientes, la temperatura, el 
fotoperíodo y el tipo e intensidad de la luz [70]. 
 
 
Figura 23 Cinética de crecimiento con MEB y BG11 
empleando un consorcio de microalgas 
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5.5.2 Caracterización de los medios MEB y BG11 
 
Ahora bien, de acuerdo con los resultados obtenidos de la cinética de 
crecimiento, se realizó la caracterización de los medios utilizados en el punto 5.5-
1; y los resultados nos arrojaron que el medio BG11 contiene mayores 
concentraciones de macronutrientes (nitrógeno y fósforo) comparado con lo 
contenido en el MEB (Tabla Caracterización de los medios nutritivos (BG11, MEB 
y MOB)). 
 
Tabla. Caracterización de los medios nutritivos (BG11, MEB y MOB) 
 Muestra original 
de agua 
MEB BG11 MOB MOBL MOBH 
N (g L-1) 0.0004 - 0.54 7.5 0.1 0.21 
P (g L-1) 0.0007 0.010 0.006 1 0.006 0.015 
 
 
 
 
5.5.3 Cinética de crecimiento mediante un residuo orgánico (MOB) 
 
 
Debido a que el empleo de N favorece la duplicación celular [87]; se optó por 
incluir en esta investigación un residuo orgánico (orina) como medio nutritivo para 
disminuir costos de producción y aprovechar los nutrientes que lo integran. Este 
residuos se caracterizó y se encontró que contiene niveles mayores de nitrógeno 
(7.5 g L-1) y fósforo (1 g L-1) que el medio BG11.  
 
Por esta razón, se tomó la referencia de los resultados de la caracterización 
previa del medio BG11 (N y P), para tomarlo como indicador en cuanto a la 
concentración de fósforo (0.006 g L-1). Además de que el medio BG11 es utilizado 
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como nutriente para el cultivo de estos microorganismos [53]. Por lo tanto, el 
medio de orina (MOB) se empleó en dos concentraciones, 0.006 g L-1(MOBL) 
mencionada anteriormente y 0.015 g L-1(MOBH) para evaluar el comportamiento 
y la generación de biomasa a partir de una mayor concentración de P en el medio 
MOB como sustrato (Tabla Cinéticas de crecimiento de Chlorella sp. y el 
consorcio de microalgas en medio nutritivo MOB en diferentes concentraciones 
bajo luz blanca en ciclos de 12 horas luz obscuridad). 
 
Tabla. Cinéticas de crecimiento de Chlorella sp. y el consorcio de microalgas en medio nutritivo 
MOB en diferentes concentraciones bajo luz blanca en ciclos de 12 horas luz obscuridad 
 
Chlorella sp. Consorcio 
MOB MOB 
 
0.006 g L-1 0.015 g L-1 0.006 g L-1 0.015 g L-
1 
Velocidad especifica de crecimiento (d-1) 0.073 0.093 0.015 0.020 
Productividad volumétrica (g L-1 d-1) 0.019 0.039 0.019 0.024 
Densidad de biomasa (g L-1) 0.588 0.910 0.454 0.568 
R2 0.766 0.903 0.531 0.603 
Desvest 0.741 0.918 0.716 0.754 
 
 
La biomasa inicial del cultivo de Chlorella sp. fue de 0.05 g L-1 (Figura 24), y 
durante el desarrollo experimental al 1er día, registró un alza de 3.42 y 5.28% en 
la densidad celular en las dos concentraciones de MOB 0.006 y 0.015 g L-1, 
manteniéndose hasta el día 16, en donde alcanzo una productividad volumétrica 
de 0.588 y 0.910 g L-1, decreciendo un 13.2 y 1.7% hasta el último día del cultivo, 
obteniendo 0.452 y 0.884 g L-1 de biomasa, manteniendo valores de pH de 24±2. 
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En cuanto al cultivo del consorcio de microalgas en el medio MOB en 
concentración de 0.006 y 0.015 g L-1 (Figura 5.8), su productividad volumétrica 
máxima fue de 0.454 y 0.568 g L-1 alcanzada el último día de cultivo (día 22) con 
las mismas condiciones a las que fue expuesto el cultivo de Chlorella sp. A pesar 
de mantener las mismas condiciones, las variaciones en cuanto a productividad 
de biomasa en el MOB de 0.015 g L-1 fueron del 48% contrariamente a la 
concentración de 0.006 g L-1 que mantuvo los mismo valores. 
 
 
Figura 24 Cinética de crecimiento de Chlorella sp. en medio MOB 
en dos concentraciones (0.006 y 0.015 g L-1) 
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Es factible pensar que cada uno de los organismos que conforman el cultivo, 
aprovechen cualquier suministro de N con la finalidad de optimizar sus procesos 
metabólicos y fisiológicos [88], en otras palabras, se acelera la duplicación 
celular. Así mismo, este consumo elevado de un periodo corto de tiempo puede 
ser atribuible a que células menores a 3 mm. son más rápidas para tomar y 
asimilar nutrientes que células de mayor tamaño [89]. Se ha reportado que una 
comunidad planctónica de un río de Colombia, dominada por células bacterianas 
y fitoplancton principalmente cianofitas, se les atribuye el alto consumo de 
nitrógeno. [88] 
 
 
 
Figura 25 Cinética de crecimiento del consorcio de microalgas 
en medio MOB en dos concentraciones (0.006 y 0.015 g L-1) 
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5.5.4 Relación biomasa/sustrato en la cinética de crecimiento de Chlorella 
sp. en MOB en concentración de 0.015 g L-1 
 
 
Por las consideraciones anteriores, se tomó el MOB en concentración de P de 
0.015 g L-1 como el medio con el que alcanzamos una mayor productividad 
volumétrica (0.910 g L-1) y mayor productividad de biomasa microalgal (0.039 g 
L-1d-1). Posteriormente se analizó la relación biomasa/sustrato; en este caso, el 
sustrato inicial fue de 0.015 g L-1 en el medio; el cual se consumió el 27% (0.0108 
g L-1) en las primeras 24 horas (Figura 26), para generar 0.315 g L-1 de biomasa 
a partir de la concentración inicial de 0.05 g L-1; esto representa la variación de la 
biomasa del cultivo a lo largo del tiempo. 
 
 
Figura 26 Relación biomasa/sustrato de Chlorella sp. 
 en medio MOB en concentración de 0.015 g L-1. 
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Observamos que, durante el transcurso de la prueba se va agotando el sustrato; 
el cual se consumió hasta el séptimo día a partir del cual se obtuvo un aumento 
paulatino en la concentración de P hasta el día 22, el cual registro una 
concentración de 0.003 g L-1, que corresponde a un consumo total del 23%, con 
lo que se generó una concentración de biomasa total de 0.884 g L-1. 
 
En este sentido, podemos considerar el rendimiento (Yx/s) como la cantidad de 
sustrato consumido que se requiere para producir una unidad de biomasa; el 
rendimiento inicial fue de 24, lo que significó una producción de biomasa de 0.264 
g L-1 al primer día con un consumo de sustrato del 27%. 
 
 
Este comportamiento fue el esperado debido a que la proporción de N: P 
planteada por Redfield de 16:1 molar para los organismos fitoplantonicos, 
provoca que los iones que son las formas principales en que los productores 
primarios (en este caso Chlorella sp.) asimilan sus demandas nutricionales y que, 
el P, se encuentra en proporción a la concentración del nitrógeno del medio. En 
este sentido, podemos afirmar que si un nutriente determinado, es adicionado a 
un cultivo, la generación de biomasa se incrementa, por lo que, el sistema es 
considerado como limitado por este nutriente. 
 
En gran parte de los modelos empíricos se ha relacionado la productividad en 
ecosistemas marinos con una fuerte correlación entre la generación de biomasa 
y la disponibilidad de nitrógeno. [90]. Comparando los resultados obtenidos en 
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esta investigación con un estudio realizado en la desembocadura de un río en 
Colombia, en el que analizaron los cambios netos en la generación de 
fitoplancton por la adición de nitrógeno y fósforo, se demostró que se incrementan 
significativamente las tasas de producción primaria neta (fitoplancton) [88]; y es 
debido a que la adición de nitrógeno incrementa la absorción neta de los iones 
adicionados. 
 
Respecto al decrecimiento, Sánchez et al. (2011) [88] plantea, que después de 
la adición de un nutriente, puede haber competencia por ATP y agentes 
reductores entre la toma de nutrientes y la fotosíntesis. Asimismo, se ha 
demostrado que el metabolismo está dirigido primero hacia la toma de nutrientes 
y asimilación y luego a la conversión de carbón almacenado en constituyentes 
necesarios para sostener el incremento en el crecimiento. 
 
 
5.5.2 Cinéticas de crecimiento a través de la dosificación de CO2. 
 
Otro de los factores que inciden en el crecimiento de las microalgas es el CO2, y 
debido a que casi el 50% de la biomasa de las microalgas se compone de 
carbono, este elemento es un componente importante para el crecimiento celular, 
por lo cual, se adiciono CO2 al cultivo obteniendo los resultados descritos a 
continuación: 
 
En la figura 27, observamos que la adición de CO2 al cultivo acidifico el medio 
nutritivo y los resultados obtenidos registraron variaciones de Chlorella sp. y el 
 
77 | P á g i n a  
 
       
consorcio en los medios MEB y BG11; registrando una producción de biomasa 
máxima de 0.362 y 0.314 g L-1 respectivamente. Chlorella sp. cultivada en el 
medio BG11 (figura 27), mostró dos puntos de crecimiento exponencial al quinto 
y octavo día, obteniendo un crecimiento máximo de 0.022 y 0.237 g L-1; 
posteriormente decreció un 38%, obteniendo 0.146 g L-1 como concentración de 
biomasa final al día 15 de cultivo. 
 
 
 
Figura 27 Cinéticas de crecimiento de Chlorella sp. y 
consorcio de microalgas, en MEB y BG11 con adición de CO2.  
 
En cuanto a la cinética de crecimiento sin la adición de CO2 (figura 28), del 
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comportamiento similar a Chlorella sp., alcanzando al 5 día 0.054 g L-1; no 
obstante, el consorcio presentó un crecimiento paulatino, hasta alcanzar una 
densidad celular de 0.378 g L-1, lo que representa un incremento del 35% en 
relación con el cultivo con Chlorella sp. Con respecto al cultivo del consorcio + la 
adición de CO2 se mostró un decremento del 17%, en comparación con los 
resultados alcanzados con el cultivo de Chlorella sp.  
 
 
 
Figura 28  Cinéticas de crecimiento de Chlorella sp. y consorcio de microalgas, 
 en medios MEB y BG11 sin la adición de CO2  
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una producción de 0.362 g L-1 de biomasa al día 17; así mismo, el cultivo de 
Chlorella sp. en el medio BG11 sin la adición de CO2 registró una densidad celular 
de 0.378 g L-1 (figura 5.13), lo que representa un incremento de 4.42%. Esta 
conducta se relaciona directamente al incremento del pH durante el cultivo debido 
a la actividad metabólica celular. 
 
Este comportamiento se puede atribuir a que estos microorganismos tienen la 
capacidad de utilizar carbono inorgánico de diferentes formas (CO2, H2CO3, 
HCO3 y CO3-2). Sin embargo, a pesar de que el CO2 puede ser considerado como 
fuente de carbono, la acidificación provocada por su adición inhibe sus funciones 
metabólicas; en otras palabras, al administrar una entrada limitada de carbono 
inorgánico, es posible mantener los rangos estrechos de pH y así optimizar el 
proceso de producción de biomasa.  
 
Los resultados obtenidos, también pueden ser atribuidos a que, de acuerdo con 
algunos estudios, existe una variedad de microalgas (Scenedesmus sp. y 
Cyanidium caldarium) que son resistentes a concentraciones desde un 80 a un 
100% de CO2; sin embargo, un porcentaje mayor de estos microorganismos 
tolera únicamente concentraciones menores al 15% de CO2 en su cultivo [92]. 
 
Con relación a lo antes mencionado, una de las microalgas que componen el 
consorcio es Scenedesmus sp., por lo que se puede explicar que en los 
resultados obtenidos con el consorcio cultivado bajo el medio BG11 + la adición 
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de CO2 se obtuvo un incremento mayor del 100% en con respecto al cultivo de 
Chlorella sp. en BG11 + CO2. 
 
 
5.5.3 Cinética de crecimiento mediante la exposición a tres longitudes de 
onda 
 
Uno de los factores más importantes para el cultivo de las microalgas es la luz, 
debido a que promueve su crecimiento fotosintético y combinado con el aporte 
de nutrientes es posible optimizar un cultivo. Es por esto, que se utilizaron los 
medios de cultivo BG11 y el MOBH en concentración de 0.015 g L-1 ya que con él 
se obtuvo el mayor rendimiento. 
 
En cuanto a la exposición del cultivo a la luz, se realizaron pruebas, exponiendo 
cultivos a tres longitudes de onda, (azul, roja y blanca). Los resultados son 
descritos en la tabla de Efecto del tiempo de cultivo de Chlorella sp. para tres 
diferentes longitudes de onda y dos medios nutritivos y en la figura 29; en donde 
se observó que el cultivo expuesto a longitud de onda azul logró una mayor 
productividad volumétrica de biomasa de 0.091 g L-1 d-1 con el medio MOB con 
respecto al cultivo expuesto a la longitud de onda blanca; el cual presentó la 
menor productividad volumétrica, registrando 0.080 g L-1d-1.  
 
Comparando los promedios obtenidos de densidad celular del medio MOB con el 
medio BG11, observamos que las longitudes de onda roja (0.999 nm en medio 
MOB) y azul (0.981nm en medio BG11) presentaron el mejor rendimiento (figura 
29). Este comportamiento lo podemos atribuir a que la energía y la longitud de 
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onda están inversamente relacionadas, por lo que un fotón de luz azul (430-
500nm) presenta mayor energía, pero la luz roja tiene mayor frecuencia. 
 
 Además, Chlorella sp. al ser una microalga verde tiene pigmentos fotosintéticos 
(clorofilas), los cuales presentan un espectro de absorción máximo en las zonas 
correspondientes al azul y al rojo; por lo que solo absorben en estas dos regiones 
y reflejan el verde. [93]. 
 
 
 
Figura 29 Cinética de crecimiento de Chlorella sp. bajo el efecto 
de diferentes longitudes de onda cultivada en un medio MOB 
 
 
Por otra parte, al realizar la determinación de crecimiento mediante 
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BG11 mostraron el mismo patrón de crecimiento, registrando valores máximos 
de crecimiento con la exposición del cultivo a la longitud de onda azul (1.46 y 0.98 
respectivamente); posteriormente la exposición de los cultivos a la longitud de 
onda roja, presentaron densidades ópticas de 1.35 y 0.79 nm y finalmente los 
cultivos expuestos a la longitud de onda blanca 1.3 y 0.60 mn. 
 
En cuanto a la densidad de biomasa generada (tabla Efecto del tiempo de cultivo 
de Chlorella sp. para tres diferentes longitudes de onda y dos medios nutritivo); 
el cultivo con el medio MOB registró una mayor densidad. Los incrementos fueron 
los siguientes: con luz azul 8.13%, con luz roja 24% y con luz blanca 45% con 
respecto a los resultados generados del cultivo con el medio BG11. 
 
Tabla. Efecto del tiempo de cultivo de Chlorella sp. para tres diferentes longitudes de onda y dos 
medios nutritivos 
 BG11 MOB 
Longitud de onda (Luz led) azul roja blanca azul roja blanca 
Densidad óptica promedio (nm) 0.981 0.798 0.604 0.990 0.999 0.886 
Productividad volumétrica (g L-1 d-1) 0.083 0.062 0.064 0.091 0.086 0.080 
Densidad de biomasa (g L-1) 0.935 0.825 0.629 1.011 1.027 0.913 
Velocidad especifica de crecimiento(h-
1)  0.295 0.271 0.278 0.197 0.193 0.157 
R2 0.743 0.650 0.921 0.834 0.848 0.944 
 
 
 
La velocidad específica de crecimiento (µ) para la fase exponencial nos arrojó 
valores mayores en el medio BG11 que en el medio MOB y esto se debe a que 
se presentó un mayor crecimiento hasta el día 14, en donde se registró el tiempo 
de generación máximo e inmediatamente decreció 9.8%. Con longitud de onda 
azul la velocidad especifica de crecimiento fue de 0.197 (h-1) con el medio MOB 
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y 0.295 (h-1) con el medio BG11; en cuanto a la longitud de onda roja y blanca, 
con el medio BG11 se obtuvo 0.271 y 0.278 (h-1) y 0.193 y 0.157 (h-1) para el 
medio MOB. 
 
Encontramos entonces que la relación entre la velocidad de crecimiento y 
generación de biomasa está influenciada por la exposición a ciertos nutrientes y 
a las longitudes de onda. 
 
 
 
Figura 30 Cinética de crecimiento de Chlorella sp. bajo el efecto 
 de diferentes longitudes de onda cultivada en el medio BG11 
 
 
Benavente-Valdés et. al. (2016) [94] menciona que el crecimiento de las 
microalgas se incrementa conforme a la intensidad de la luz aumenta y cuando 
-2E-15
0.3
0.6
0.9
1.2
1.5
1.8
0 10 20 30 40 50 60 70 80 90 100
De
ns
id
ad
 o
pt
ic
a 
(O
D)
Tiempo (horas)
luz azul
luz roja
luz blanca
 
84 | P á g i n a  
 
       
la tasa de crecimiento llega a su punto máximo, ésta disminuye con el incremento 
de la intensidad debido a la fotoinhibición [94], esto puede explicar el 
comportamiento del cultivo expuesto a la luz blanca, ya que la longitud de onda 
blanca engloba todas las longitudes en un rango de 400-700 nm. 
 
Así mismo, este patrón de crecimiento en relación con la intensidad de luz se 
observa en la mayoría de las especies de microalgas. En base a esto, se ha 
reportado que la producción y la acumulación de metabolitos de interés 
comercial, se ve afectada por la radiación de luz blanca en algas, hongos y 
bacterias [94]. Sin embargo, el régimen de iluminación y la intensidad varía con 
cada género de microalgas.  
 
Ahora bien, la implementación de la luz led como fuente de energía para el cultivo 
representa una mejora en el consumo de energía luminosa. El tamaño de la luz 
LED empleada fue de 5 x 5 mm y tiene un consumo de energía unitaria de 0.045 
W; en contraste con 24 W consumidos por una bombilla fluorescente tradicional. 
La luz LED tiene una eficiencia de 10 a 15 lúmenes con sus variaciones según la 
longitud de onda utilizada; por ejemplo, Mooij [95] en su investigación, menciona 
que se obtiene un aumento en la densidad celular mediante el uso de luz amarilla 
claro, lo que represento un aumento de la biomasa de alrededor del 50% con 
respecto a los cultivos expuestos a luz azul, rojo-naranja y rojo intenso. En 
contraste con lo mencionado, otra investigación reveló que el uso de luz azul en 
los cultivos de microalgas no aumenta la producción de biomasa; sin embargo, 
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aumenta su concentración de lípidos, lo cual resulta relevante si el propósito es 
la generación de un biocombustible [79]. 
 
En el caso de las células vegetales, específicamente las que tienen clorofila ayb 
(clorofitas) tienen la capacidad de asimilar en mayor proporción, longitudes de 
onda azules y rojas [96]; dicho esto, en los resultados encontramos una mayor 
tasa de crecimiento con longitudes de onda azul y roja, incrementándose un 49 y 
40% respectivamente mediante el uso del medio BG11; sin embargo, en cuanto 
a la biomasa generada, los retornos de productividad volumétrica obtenidos 
revelan la generación total de biomasa por volumen, en la cual, el cultivo con el 
medio MOB registró valores de 1.011, 1.027 y 0.93 g L-1, lo que representa un 
incremento promedio del 25% con respecto al cultivo con el medio BG11 en sus 
tres longitudes de onda. Esto es posible porque las microalgas tienen moléculas 
de clorofila que están compuestas por una cola hidrofóbica que se inserta en la 
membrana del tilacoide y un anillo que contiene porfirina magenta cuya función 
es absorber la luz para convertirla en energía química y realizar sus funciones 
metabólicas [97]. 
 
5.6 Métodos de recuperación de la biomasa de microalgas 
 
En esta etapa del proyecto se trabajó con dos de los métodos más utilizados para 
la recuperación de la biomasa debido a su alto porcentaje de recuperación y 
principalmente a que no es necesario agregar ningún agente químico durante su 
proceso para no alterar la composición de la muestra. 
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El método más eficiente para este proceso fue la centrifugación, con un tiempo 
de recuperación de biomasa de 20 minutos y una eficiencia del 84.7%; en 
contraste con el método de sedimentación, con el cual el tiempo de recuperación 
total fue de 24 horas con una eficiencia del 40.52%; recuperando 5.93 g L-1 y 1.53 
g L-1 respectivamente. 
 
5.7 Caracterización de la biomasa microalgal 
 
5.7.1 Caracterización y determinación de componentes celulares 
 
 
Se presentó una importante variación en la composición bromatológica de la 
biomasa entre los cultivos de acuerdo con los medios nutritivos que se utilizaron; 
en este caso, el uso del medio MOB logró un incremento en su composición en 
cuatro de sus cinco componentes (Tabla Perfil bromatológico de Chlorella sp. en 
dos medios de cultivo); en cuanto al contenido en la concentración de 
carbohidratos el aumento fue del 88% con respecto al BG11. 
 
Tabla. Perfil bromatológico de Chlorella sp. en dos medios de cultivo 
Composición % BG11 MOB 
Total de carbohidratos 3.81 31.44 
Total de cenizas 1.36 4.51 
Contenido de lípidos 0.2 11.07 
Humedad 90.53 9.75 
Proteínas 4.1 43.23 
 
 
Los lípidos, proteínas y cenizas se incrementaron en la biomasa generada 
mediante el uso del medio MOB en relación con el medio BG11 un 88, 98 y 70% 
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respectivamente; por el contrario, la biomasa generada con el medio BG11, 
reporto únicamente un mayor contenido de humedad (90.5%) (Figura 32). 
 
Con respecto a la caracterización, muchas investigaciones se centran en la 
generación de biocombustibles a partir de algas; por lo que su enfoque general 
es el análisis de ácidos grasos y dejan de lado su composición bioquímica 
[50,91,98]. En esta investigación se destaca la concentración proteica alcanzada, 
incrementándose un 90.5% utilizando el medio MOB, lo mismo se registró para 
el contenido de lípidos y carbohidratos, un 54.3 y 7.25% respectivamente.  
 
 
 
Figura 31 Perfil bromatológico de la biomasa de Chlorella sp. con los medios BG11 y MOB en 
concentración de 0.015 g L-1 en cultivo de luz blanca con ciclos de 12 horas L:O 
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De acuerdo con un estudio desarrollado con Chlorella vulgaris [99, 100] en el cual 
se analizó su composición bioquímica, se encontró que las concentraciones 
obtenidas de grasas e hidratos de carbono son menores que las alcanzadas en 
esta investigación; en relación con la concentración de carbohidratos. Morris et. 
al. (1996) [99] y Andrade et. al. (2007) [100], reportan 17 y 10%; en ácidos grasos 
5.25 y 0.29% y en proteínas 56 y 44%; en contraste, en esta investigación se 
logró con el medio MOB registrando 31.44% de carbohidratos, 43.23% de 
proteínas y 11.07% de ácidos grasos. Por lo que posee el potencial para ser 
explotado como complemento en alimentación de otros organismos.  
 
En el mismo orden de ideas, Coppens et al. (2016) [101], realizó un estudio en el 
cual aumentó la concentración de proteínas en un cultivo de Arthrospira platensis 
utilizando orina y medio nutritivo Zarrouk; primero se trabajó con Nitrobacter sp. 
para nitrificar el medio y enseguida el medio ya nitrificado se utilizó para el cultivo 
de la microalga A. platensis. Y resultó una alta tasa de crecimiento y biomasa con 
alto contenido de proteína (62%). Feng et al. (2006) [102], trabajó con Spirulina 
platensis para producir biomasa utilizando tres medios nutritivos: medio Zarrouk, 
un medio sintético de orina humana y orina humana; el cual reporto altas 
concentraciones de biomasa, 3.7, 2.40 y 2.32 g L-1 respectivamente. 
 
 Además, se realizó la caracterización de la biomasa generada y obtuvieron 
concentraciones de proteína y lípidos en el medio Zarrouk de 67 y 11% 
respectivamente; en el medio sintético de orina humana de 35 y 17% 
respectivamente; y finalmente con el medio de orina humana se logró un 
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incremento de un 32 y 20%. Sin embargo, no fue posible realizar una 
comparación con los resultados obtenidos en este estudio, debido a que no se 
reportó la caracterización del medio de orina humana. 
 
Finalmente, de acuerdo con los resultados publicados, se encontraron 
variaciones en la composición general de las microalgas según las especies 
utilizadas y el medio nutricional. Becker (2007) [103] mencionó que Chlorella 
vulgaris tiene una concentración entre 51-58% de proteína, 12-17% de 
carbohidratos y 12-22% de lípidos; Chlorella pyrenoidosa 57% de proteína, 26% 
de carbohidratos y 2% de lípidos; mientras que Spirogyra sp. 6-20% de proteína, 
33-64% de carbohidratos y 11-21% de lípidos. Es importante mencionar que las 
microalgas incorporan nitrógeno no proteico (NH4, NO3, NO2 y urea) para ser 
posteriormente convertidas en proteínas, razón por la cual, se atribuye que, en 
los resultados obtenidos en este estudio, el cultivo de Chlorella sp. con la mayor 
concentración de nitrógeno (MOBH) registró los valores de proteína más altos.  
 
Estos resultados fueron consistentes con los de Mutlu et al. (2011) [104], que 
cultivó a Chlorella vulgaris bajo diferentes concentraciones de nitrógeno; y obtuvo 
que la concentración de proteínas en condiciones suficientes de nitrógeno fue 
mayor (50,8%), mientras que el cultivo sin presencia de nitrógeno registró una 
concentración de proteínas de 13,01%. Por tanto, de acuerdo con estos 
resultados, se asume que la concentración de proteína es función de la 
concentración inicial de nitrógeno en la que crecen las microalgas. 
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5.7 Métodos de extracción de ácidos grasos 
 
 
Durante este proceso se utilizaron diferentes solventes (hexano y cloroformo) 
mediante el uso de dos métodos. 
 
Con el método de Soxleth, el uso de hexano y/o cloroformo provoco una mayor 
lisis celular; lo que permitió obtener un mayor porcentaje de recuperación de 
lípidos. En este proyecto se obtuvieron porcentajes de recuperación del 0.76 con 
hexano y 3.48% con cloroformo en lapsos de tiempo de 14 y 10 horas 
respectivamente. 
 
En cuanto al método Clevenger, se utilizó el cloroformo como único solvente y 
los tiempos de recuperación se redujeron drásticamente, lo que nos permitió la 
recuperación inmediata del aceite, ya que al terminar la destilación se recobró el 
aceite sin necesidad de procesarlo y se obtuvo aproximadamente el 10% (2.5 
mL) en un lapso de 4 horas. 
 
Cabe destacar que al igual que las plantas, las microalgas tienen paredes 
celulares que se vuelven industrialmente relevantes durante la cosecha y el 
pretratamiento [91]. Las paredes de células microcristalinas son típicamente más 
gruesas que las de otras células vegetales y contienen una variedad de 
polisacáridos; entre ellos celulosa, aportando rigidez a la célula. Dificultando la 
extracción de ácidos grasos (lípidos) para la producción de biocombustibles.  
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Es por esto, que el uso del cloroformo, que es un disolvente orgánico miscible a 
gran cantidad de compuestos orgánicos, sigue siendo muy utilizado en los 
procesos de extracción [98]. 
 
5.7.1 Confirmación de lisis celular mediante la técnica de microscopia 
electrónica de barrido (SEM) 
 
De las muestras tratadas con los diferentes solventes para la extracción de ácidos 
grasos de la microalga Chlorella sp., se seleccionó una para confirmar el daño 
causado a su célula; por lo que las imágenes de SEM nos ayudaron a visualizar 
la morfología de Chlorella sp. en su forma natural en ausencia de algún 
procedimiento permitiéndonos identificar la lisis celular a la que fueron expuestas 
mediante el uso de cloroformo como solvente.  
 
Estos solventes provocaron la ruptura celular de las microalgas [105], 
permitiendo la liberación de los aceites contenidos en su estructura para su 
recuperación y análisis. Apreciamos en la figura 33, la fractura de la pared celular 
de Chlorella sp. después del tratamiento, por lo que se confirma la mayor 
recuperación de aceite utilizando este solvente. 
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Figura 30 Micrografía electrónica de barrido en dos resoluciones (SEM)  
a,c) Imágenes de Chlorella sp. natural sin ningún tratamiento, 
 b,d) Imágenes de Chlorella sp. después del método Soxleth  
empleando cloroformo y metanol como solventes 
 
 
5.7.2 Perfil de ácidos grasos 
 
 
Con respecto al perfil de ácidos grasos, se determinaron cantidades promedio de 
los lípidos totales obtenidos en Chlorella sp. y un consorcio microalgal, en donde 
los resultados fueron diversos (Tabla Determinación de la concentración de 
ácidos grasos de Chlorella sp. en dos medios de cultivo). Las SFAs en las dos 
muestras con el medio MOB registraron valores de 17.22 y 15.58% en Chlorella 
sp. y el consorcio de microalgas respectivamente, presentando una diferencia en 
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la concentración de 7.93 y 0.11 respectivamente, correspondiente a un 
incremento del 36.92 y 0.70%. 
 
Las concentraciones mayores corresponden a los MUFAs (Figura 34). Las 
muestras con los dos diferentes medios nutritivos presentan una similitud entre 
Chlorella sp. y el consorcio microalgal en los dos medios nutritivos (MOB y BG11) 
con una variación de 0.70% únicamente. 
 
Tabla. Determinación de la concentración de ácidos grasos de Chlorella sp. en dos medios de 
cultivo 
 Chlorella sp. Consorcio 
Ácidos grasos % BG11 MOB BG11 MOB 
SFAs 25.15 17.22 15.69 15.58 
MUFAs 47.35 60.75 60.05 62.16 
PUFAs 27.5 22.03 24.26 22.26 
 
 
 
Es notable que el contenido total de ácidos grasos polisaturados en Chlorella sp. 
y el consorcio de microalgas decrecieron 19.89 y 8.01% empleando el medio 
MOB; por otro lado, Chlorella sp. con el medio BG11, alcanzo la concentración 
mayor de 27.5% de PUFAs. 
 
Por tal motivo las microalgas pueden considerarse una fuente de PUFAs cuando 
se cultivan en ambos medios. Darki et al. (2017) [106], menciona que los PUFAs 
son de los ácidos grasos más importantes y son la clave en la nutrición animal. 
La fuente convencional de PUFAs es el aceite de pescado; sin embargo, su uso 
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presenta limitaciones importantes, como olor indeseable, baja estabilidad 
oxidativa y presencia de contaminantes [42, 107].  
 
En cuanto a los MUFAs, se utilizan por sus beneficios para la salud; 
principalmente el ácido oleico, que se usa ampliamente como aceite de cocina 
debido a sus beneficios de monoinsaturación para reducir las lipoproteínas de 
baja densidad, ayuda a reducir la presión arterial y las enfermedades cardíacas 
[108]. Los SUFAs pueden jugar un doble papel, como depósito de ácidos grasos 
saturados para utilizarlos como fuente de energía y como depósito de PUFAs 
necesarios para integrarse en diversos procesos metabólicos y síntesis de 
fosfolípidos y diversas estructuras de membrana. 
 
Con base a lo antes mencionado, es posible sugerir que el rendimiento total de 
lípidos de microalgas no solo depende de la concentración de biomasa, sino 
también del contenido de aceite de la célula, es claro, que, en condiciones de 
estrés debido a la limitación de nutrientes, el crecimiento celular disminuye y, por 
el contrario, el contenido de lípidos aumenta [87]. 
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Figura 31 Perfil de ácidos grasos en la biomasa de Chlorella sp. con los medios BG11 y MOB 
en concentración de 0.015 g L-1 en cultivo de luz blanca con ciclos de 12 horas L:O 
 
 
Los resultados obtenidos se correlacionan las concentraciones de ácidos grasos, 
con la variación del medio nutritivo debido a que las condiciones de cultivo 
permanecieron sin cambio en todas las muestras. Esto contrasta con lo anterior, 
se encontró que el aumento de las concentraciones de nitrógeno y fósforo MOB 
(Tabla Perfil bromatológico de Chlorella sp. en dos medios de cultivo), incrementó 
la concentración de ácidos grasos de 53 y 98% del consorcio y Chlorella sp. 
respectivamente; en cambio, las concentraciones de carbohidratos y proteínas 
disminuyeron en el consorcio de microalgas en aproximadamente 90%. 
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Posteriormente, se determinó el perfil de ácidos grasos por medio de 
cromatografía (Figuras 35 y 36), en donde se comprobaron diferencias entre 
Chlorella sp. y el consorcio de microalgas en el medio nutritivo MOB empleado. 
 
 
En cuanto a Chlorella sp. cultivada en medio MOB (Figura 35) su cromatograma 
nos revelo la presencia de cinco ácidos grasos, el palmítico (C:16:0), esteárico 
(C:18:0), oleico (C:18:1), linoleico (C:18:2) y el linolenico (C:18:3); apareciendo a 
los minutos 4.97, 7.05, 7.28, 7.82 y 8.53 respectivamente. 
 
 
Figura 32 Cromatograma (análisis FAMES) ampliado durante 
los primeros 9 minutos del extracto lipídico de Chlorella sp. cultivada  
en medio MOB bajo luz blanca en ciclos de 12 horas L:O 
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Por otro lado, el consorcio cultivado en medio MOB (Figura 36), reporto los mismo 
cinco ácidos grasos: C:16:0, C:18:0, C:18:1, C:18:2 y C:18:3 con variaciones en 
el orden de aparición en los ácidos grasos palmítico, linoleico y linolineico. 
 
 
 
Figura 33 Cromatograma (análisis FAMES) ampliado durante 
 los primeros 8.8 minutos del extracto lipídico de un consorcio  
de microalgas cultivadas en medio MOB bajo luz blanca en ciclos de 12 horas L:O 
 
 
 
En relación con lo antes mencionado, resulta oportuno mencionar que 
únicamente en Chlorella sp. cultivada en el medio BG11 se detectaron los ácidos 
grasos C:16:1 y el C:20:5 con valores de 10.06 y 2.31% (Tabla Determinación de 
la concentración de ácidos grasos de Chlorella sp. en dos medios de cultivo.); 
asimismo las concentraciones de los ácidos C:16:0 y C:18:3 se incrementaron 
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42.6 y 63% respectivamente con relación a la biomasa cosechada del cultivo con 
MOB. 
 
Tabla. Determinación de la concentración de ácidos grasos de Chlorella sp. en dos medios de 
cultivo 
 Chlorella sp. Consorcio 
Composición % BG11 MOB BG11 MOB 
(C:16:0) 20.19 11.59 11.38 10.62 
(C:18:0) 4.96 4.96 4.20 5.07 
(C:16:1) 10.06 --- --- --- 
(C:18:1) 17.44 22.03 22.26 24.26 
(C:18:2) 21.80 52.18 54.62 52.21 
(C:18:3) 23.24 8.57 7.54 7.84 
(C:20:5) 2.31 --- --- --- 
 
 
Figura 34  Perfil de ácidos grasos en Chlorella sp. y un consorcio 
 de microalgas cultivadas en dos medios nutritivos 
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En este mismo sentido, en el consorcio de microalgas, el ácido graso C:18:1 
incrementó su concentración 8.98% con el uso del medio MOB y decreció 4.62%. 
 
Es importante resaltar que los principales ácidos grasos presentes en los aceites 
vegetales tienen 16 y 18 átomos de carbono, siendo los más comunes el C:16:0, 
C:18:0, C:18:1, C:18:2 y C:18:3 [42]. En este proyecto encontramos variaciones 
tanto en la composición como en la presencia de los ácidos grasos, fluctuando 
de acuerdo al medio nutritivo al que fueron expuestos; en general, encontramos 
porcentajes de SFAs mayores en Chlorella sp., 25.15 y 17.22% en el BG11 que 
en el MOB; compuestos por C:16:0 y C:18:0; en cuanto a los MUFAs Chlorella 
sp. cultivada en BG11 contiene C:16:1 y C:18:1 y el MOB únicamente se encontró 
C:18:1 y por último los PUFAs son C:18:2, C:18:3 en los dos medios nutritivos y 
y C:20:5 únicamente en BG11 (Figura 37). 
 
En general, la biomasa del consorcio de microalgas mostró una concentración 
similar de ácidos grasos en los cultivos con BG11 y MOBH (Tabla Determinación 
de la concentración de ácidos grasos de Chlorella sp. en dos medios de cultivo); 
específicamente, una mayor concentración de PUFA, con valores altos de C:18:2 
(ácido linoleico), MUFAs con C:18:1 (ácido oleico) y bajas concentraciones de 
SUFAs. La biomasa de Chlorella sp. el cultivo con medio BG11 fue la única 
muestra de biomasa que registró la presencia de C:16:1 (ácido palmitoleico); y 
aumentar los valores de C:16:0 (ácido palmítico) y C:18:3 (ácido linolénico). Por 
otro lado, la biomasa de Chlorella sp. cultivada en el medio MOBH aumentó la 
concentración de ácido oleico en un 26% y ácido linoleico en un 139%, 
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disminuyendo la misma proporción de ácido linolénico con respecto a la biomasa 
producida en el cultivo del medio BG11. 
 
El ácido linolénico (C:18:3) y el ácido linoleico (C:18:2) están en el grupo de los 
PUFAs debido a su alto número de saturaciones. Comúnmente se denominan 
Omega 6 y 3. Estos ácidos juegan un papel importante en la función cerebral y 
muchos otros beneficios para la salud. Este estudio mostró que el consorcio de 
microalgas y Chlorella sp. son una opción para la producción de ácidos grasos 
esenciales debido a que ambos cultivos presentan altas concentraciones de 
PUFAs que presentan un promedio de 60% en su composición.  
 
En la actualidad se están realizando ensayos para incrementar la concentración 
de ácidos grasos en microalgas mediante ingeniería genética. Sin embargo, en 
los resultados de sus pruebas, mostraron una concentración de PUFAs después 
del cultivo de Chlorella sp. en medio BG11 al 41.32% y tras el tratamiento 
mediante el uso de una enzima lograron aumentar su concentración al 54.2% 
[109]. En nuestra investigación se obtuvieron valores de PUFAs de 47.35% 
cultivando Chlorella sp. En medio BG11 y de 60.75% cultivándola en MOBH. Eso 
representa una mayor concentración sin exponer las microalgas a la ingeniería 
genética, reduciendo costos y evitando la exposición a alteraciones genéticas. 
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5.8 Transesterificación 
 
Posterior a los tratamientos de extracción de ácidos grasos con solvente, estos, 
son convertidos en biodiesel, ya sea por transesterificación, uso directo y mezcla, 
micro-emulsiones o pirólisis. La técnica más común es la transesterificación 
porque su producto puede usarse directamente en motores puros o en mezclas 
sin modificaciones adicionales [59]. La transesterificación reduce la viscosidad de 
TAG. El proceso generalmente requiere catalizadores de metanol, ácido o álcali 
para que se produzca la reacción, produciendo glicerol, exceso de 
ácido/álcali/metanol y la presencia de lípidos que no se transformaron durante la 
transesterificación como productos finales [110]. Las reacciones de 
transesterificación se muestran en la Fig.6. Siendo este el método más popular 
actualmente utilizado en la industria. 
 
Las condiciones de reacción tienen baja temperatura, presión, y el tiempo de 
reacción es rápido, pero los ácidos grasos libres (FFA) en la fracción lipídica 
reaccionan con la base formando jabón en una reacción de saponificación que 
causa gelificación en la mezcla de reacción y reduce la conversión global.  
 
Para eludir la saponificación, los químicos han propuesto la transesterificación 
catalizada usando ácidos como el ácido sulfúrico o clorhídrico [110]. Sin 
embargo, esta técnica generalmente se evita porque el ácido es corrosivo para 
el equipo y requiere un alto volumen de metanol y altas temperaturas y es 
aproximadamente 4000 veces más lento que la catálisis alcalina [110, 111, 112]. 
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En la figura 38, se muestra el proceso de producción de biodiesel mediante 
transesterificación química. El rendimiento del biodiesel alcanzo un máximo del 
30% de los lípidos totales con NaOH como catalizador para producir FAMEs bajo 
parámetros de operación de 70°C, con un tiempo de reacción de 2 horas, 
separación de 14 h, 2 lavados de purificación y una relación seca de microalgas 
de 1/3 que tienen una mayor estabilidad oxidativa y valor calorífico que los 
ésteres etílicos de ácidos grasos (FAEEs). La tecnología de transesterificación 
tiene la ventaja de ser rápida, segura, fácil de controlar y ambientalmente 
benigna.  
 
 
De acuerdo a los resultados obtenidos en esta investigación en la tabla siguiente, 
se muestra que en un tiempo de reacción de 2 horas los porcentajes de convesión 
son del 30% en con el consorcio y del 45% con Chlorella sp. 
Tabla. Resultados de rendimiento de la reacción de transesterificación. 
Transesterificación 
Aceite de 
microalgas Metanol 
NaOH H2SO4 
Agua 
Glicerina + Agua 
Depuración 
Metanol + Agua 
BIODIESEL 
Secado 
Producto 
Figura 35 Esquema de la producción de biodiesel mediante transesterificación química 
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Muestra Catalizador 
%w/w 
(Cat. básico) Alcohol 
Tiempo 
(h) 
Temperatura 
(°C) 
Rendimiento 
(%Conversión) 
Consorcio NaOH 3.5 CH3OH 2 60 30 
Chlorella 
sp. NaOH 7 CH3OH 2 60 45 
 
Previos estudios nos muestran que el el contenido de agua en la biomasa 
microalgal, representa una influencia negativa en la eficiencia de la 
transestificación [113]. En relación a esto, los resultados obtenidos por Liu et al. 
(2015) [113], reportan que el rendimiento de FAME obtenido de muestras con un 
contenido de agua del 99% presenta rendimientos del 61%.  
 
En relación al % de conversión, López, et al. (20159 [114], alcanzó un porcentaje 
del 54.1% utilizando NaOH al 1% p/p, con una relación molar alchol:aceite de 
12:1, por lo cual, el 45% obtenido con el cultivo de Chlorella sp. tiene un futuro 
prometedor para la producción de biodiesel. 
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CAPÍTULO 7 
 
 
CONCLUSIONES 
 
 
 
1. Se registró la presencia de 4 divisiones de microalgas en la Presa Rodrigo 
Gómez “La Boca”. La división más abundante fue la Chlorophyta (algas 
verdes), de la cual se aisló la microalga Chlorella sp.  
 
2. Los resultados de la producción de biomasa, mediante la adición de CO2 
(0.38%) en los cultivos como única fuente de carbono, nos arrojaron que 
del medio MEB, BG11 y MOB se obtuvieron concentraciones de 0.082, 
0.602 y 0.884 g L-1 respectivamente, por lo que podemos concluir que las 
variaciones en la tasa de crecimiento únicamente están relacionadas a las 
fuentes nutrimentales utilizadas.  
 
3. Es posible aseverar que, el uso de la longitud de onda azul es una fuente 
eficiente de energía para el cultivo de Chlorella sp. ya que incrementa el 
rendimiento en la generación de biomasa 8.13%.  
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4. La producción de biomasa de Chlorella sp. se incrementó 51% con 
relación al cultivo con medio BG11, y la remoción de P durante el cultivo 
fue del 100%. 
 
5. La biomasa de Chlorella sp. obtenida mediante el cultivo con el medio 
MOBH incrementó un 89% en concentraciones promedio de carbohidratos, 
lípidos y proteínas, representando una composición bioquímica ideal para 
el proceso de transesterificación. 
 
6. La producción de ácidos grasos saturados y monoinsaturados (SUFAs, 
MUFAs), el cultivo de Chlorella sp. con el medio MOB indujo una 
disminución del 31 y 20%, respectivamente, en relación con el uso del 
medio BG11. El efecto contrario se observó para la concentración de 
ácidos grasos poliinsaturados (PUFAs) que aumentó un 29%. 
 
7. Los desechos orgánicos como la orina humana inducen el crecimiento de 
microalgas con altas concentraciones de carbohidratos, proteínas y ácidos 
grasos; por consiguiente, puede proporcionar una solución valiosa para la 
recuperación de nutrientes de las aguas residuales y producir biomasa de 
alto valor para la producción de diversos productos. Es posible que el 
medio nutritivo MOBH pueda reemplazar al medio BG11 en el cultivo de 
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microalgas, logrando procesos económicamente viables y amigables con 
el medio ambiente. 
 
8. Los aceites extraídos de las microalgas Chlorella sp. y del consorcio, 
presentaron una alta concentración de ácido linoleico (C:18:1) 22.03 y 
24.26% respectivamente; de modo que pueden considerarse adecuados 
para satisfacer dos propiedades del biodiesel estabilidad oxidativa y 
propiedades de baja temperatura. 
 
9. Finalmente podemos concluir que de acuerdo con el rendimiento del 30% 
del biodiesel obtenido en esta investigación es posible considerar que 
Chlorella sp. y el consorcio de microalgas procedentes de la presa Rodrigo 
Gómez “La Boca” cultivadas bajo medio MOBH al tener una alta 
concentración de ácidos grasos insaturados pueden ser considerados 
como materia prima para la generación de biodiesel. 
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